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« Celui qui confesse son ignorance la montre une fois; 
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AC    Courant alternatif (Alternative Current) 
 
AFM    Microscope à Force Atomique 
 
ANS    8-anilino-1-naphtalenesulfonate 
 
CaGr2   Calcium Green 2 
 
CHO    Chinese Hamster Ovary 
 
Chol    Cholestérol 
 
DC    Courant continu (Direct Current) 
 
DMPC   1,2-dimyristoyl-sn-glycero-3-phosphocholine 
 
DOPC    1,2-dioleoyl-sn-glycero-3-phosphocholine 
 
DPPC    1,2-dipalmitoyl-sn-glycero-3-phosphocholine 
 
EDTA    Acide éthylènediamine tétra-acétique 
 
Egg Liss Rhod PE  L-α-Phosphatidylethanolamine-N-(lissamine rhodamine B 
sulfonyl) (Ammonium Salt) 
 
Egg PC    L-α-phosphatidylcholine 
 
FACS    Cytométrie en flux 
 
FluoCat   Tensioactif catanionique tricaténaire marqué au NBD 
 
GUV    Vésicule Unilamellaire Géante (Giant Unilamellar Vesicle) 
 
Hepes    acide 4-(2-hydroxyéthyl)-1-pipérazine éthane sulfonique 
 
ITO    Indium Tin Oxide 
 
LUV    Large vésicule unilamellaire (Large Unilamellar Vesicle) 
 
λint    Conductivité interne 
 
λext    Conductivité externe 
 
MLV    Vésicule multilamellaire (Multilamellar Vesicle) 
 
MnCl2    Chlorure de manganese 
 
 2 
NaCl    Chlorure de sodium 
 
NBD    Nitrobenzoxadiazole 
 
POPC    1-palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-phosphocholine 
 
SUV    Petite vésicule unilamellaire (Small Unilamellar Vesicle) 
 















































































Structure chimique de deux glycérophospholipides : le 1-palmitoyl-2-oleoyl-sn-
glycero-3-phosphocholine (POPC) et la phosphatidylsérine (PS). 
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aqueux. 
 
Modèles développés pour rendre compte des propriétés électriques de la double 
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Etapes de la fusion membranaire dans le modèle du trognon de Chernomordik et 
Zimmerberg en 1995. 
 
Représentation schématique d’un système membranaire sphérique en suspension 






































































Représentation schématique de la séquence d’évènements ayant lieu lors du 
processus de déformation lié à l’électroperméabilisation. 
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des vésicules. 
 
Fusion de deux vésicules géantes mises en contact par diélectrophorèse 
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électrique externe de durée 5 ms. 
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différentes. 
 
Etude de la photodégradation du CaGr2 au cours du temps. Chaque symbole 
représente un GUV différent. 
 
Effet de l’application d’un champ électrique sur un GUV contenant 1,5 µM de 
CaGr2 et 100 µM de Ca2+. 
 
Image d’un GUV prise avant impulsion électrique. 
 




































































Evolution  des différences d’intensité de fluorescence d’un GUV. 
 
Etude de l’entrée spontanée du manganèse dans les GUVs. 
 
Evolution  des différences d’intensité de fluorescence d’un GUV en fonction du 
potentiel transmembranaire appliqué, le tampon de pulsation contenant 2 mM de 
manganèse. 
 
Diagramme de phase partiel du mélange POPC – cholestérol. 
 
Effet de la composition lipidique des GUVs sur le potentiel transmembranaire 
seuil. 
 
Observation d’un GUV de DPPC en contraste de phase. 
 
Diagramme de phase du mélange DPPC – cholestérol. 
 
Principe du montage pour la visualisation de vésicules pendant une durée de 10 
µs. 
 
Différence de surface et de volume pendant l’application d’une impulsion 
électrique de 100 µs et de 20 V/cm. 
 
Différence de surface avant et après l’impulsion électrique. 
 
Détermination des déformations des vésicules. 
 
Schéma de principe de l’entrée du manganèse dans les GUVs. 
 
Schéma du mécanisme hypothétique de l’entrée des ions manganèse. 
 
Effet de l’application d’un champ électrique AC de 18 V/cm et 1,7 MHz sur des 




































































Electrofusion de deux vésicules de diamètres 45 µm soumises à une impulsion 
électrique de 100 µs et d’intensité 3 kV/cm. 
 
Mesures des surfaces et volumes des vésicules avant et après fusion. 
 
Mesure des surfaces de GUVs avant et après l’impulsion électrique. 
 
Déformations obtenues pour des vésicules de POPC pour une impulsion 
électrique de 100 µs et de 3 kV/cm et sans sel dans le tampon extérieur. 
 
Déformations obtenues pour des vésicules de POPC pour une impulsion 
électrique de 100 µs et de 3 kV/cm et 1 mM de NaCl dans le tampon extérieur. 
 
Déformations obtenues pour des vésicules de POPC pour une impulsion 
électrique de 100 µs et de 3 kV/cm et 5 mM de NaCl dans le tampon extérieur. 
 
Déviations des lignes de champ pour une vésicule soumise à un champ électrique 
extérieur dans des conditions non perméabilisantes. 
 
Effet du champ électrique sur les ions contenus dans la double couche diffuse de 
Gouy-Champman. 
 
Effet des conditions d’osmolarité sur les déformations des GUVs. 
 
Diagramme énergétique hypothétique de l’électrofusion entre deux GUVs 
composés de PC. 
 
Hypothèse de mécanisme d’électrofusion de vésicules géantes. 
 
Représentation schématique d’un amphiphile catanionique bicaténaire. 
 





































































Synthèse du tensioactif catanionique tricaténaire (TriCat). 
 
Images en microscopie optique de GUVs magnétiques avant et après ajout de 
vésicules de TriCat. 
 
Déformations de GUVs magnétiques en présence de vésicules de TriCat lorsque 
le champ magnétique est appliqué puis stoppé. 
 
Représentation schématique des quatre types d’interactions possibles entre les 
TriCat et les GUVs. 
 
Images et profils d’intensité de GUVs de différentes compositions mis en 
présence avec des vésicules de TriCat/FluoCat à 1.10-4 M. 
 
Images et profils d’intensité de GUVs de différentes compositions mis en 
présence avec des vésicules de TriCat/FluoCat à 5.10-4 M. 
 
Images et profils d’intensité de GUVs de différentes compositions mis en 
présence avec des vésicules de TriCat/FluoCat à 2.10-5 M. 
 
Images et profils d’intensité de GUVs de différentes compositions mis en 
présence avec des monomères de TriCat/FluoCat à 1.10-5 M. 
 
Différence de forme des GUVs de DPPC en présence ou non de molécules de 
TriCat. 
 
Effet de la sonde FluoCat sur les interactions entre les vésicules de TriCat et les 
GUVs. 
 
Effet des états de phase des GUVs sur l’interaction entre ces GUVs et les 






































































Relargage du tampon de pulsation contenu dans les vésicules de TriCat dans les 
GUVs pendant 20 minutes par pas de 5 minutes.  
 
Relargage du Texas Red contenu dans les vésicules de TriCat dans les GUVs de 
DPPC + 20% de cholestérol. 
 
Schéma représentant les potentiels intervenant dans les interactions entre des 
GUVs composés de PC et des vésicules de TriCat. 
 
Diagramme énergétique des interactions entre des GUVs composés de PC et des 
vésicules de TriCat. 
 
Schéma représentant les potentiels intervenant dans les interactions entre des 
GUVs composés de PC/PS et des vésicules de TriCat. 
 
Schéma récapitulatif des interactions entre des vésicules de TriCat et des GUVs 
de PC. 
 
Caractéristiques de la sonde sensible au calcium, le Calcium Green 2. 
 
Chambre d’électroformation des GUVs. Cette chambre, présente deux 
compartiments permettant de former deux sortes de vésicules différentes. 
 
Etude de l’unilamellarité des GUVs produits par électroformation. 
 
Chambre d’électropulsation des GUVs. Les GUVs, insérés entre lame et lamelle 
entre les deux électrodes de cuivre sont ensuite dilués dans le tampon de 
pulsation. 
 
Caractéristique de la correspondance entre la tension affichée sur le générateur et 
la tension effectivement délivrée par le générateur. 
 



















































Schéma électrique et photos du dispositif de prise d’images de durée 10 µs 
déclenchées à un moment donné. 
 
Principe du traitement d’image pour visualiser des déformations. 
 




Tableau récapitulatif des différents potentiels transmembranaires seuil obtenus 
pour différents systèmes lipidiques.  
 
Potentiels transmembranaires moyens déterminés pour chaque composition 
lipidique de GUVs. 
 





















































































Les membranes biologiques forment des enveloppes à perméabilité sélective. Véritables  
barrières entre l’intérieur et l’extérieur des cellules ou des organites, elles compartimentent la 
cellule tout en assurant une grande diversité de fonctions d’échanges. La fusion est processus 
vital hautement régulé par la cellule. Il peut être utilisé comme méthode de transfert de 
molécules. Ses mécanismes moléculaires restent, pour la plupart, à élucider 
 
 De nombreuses molécules (médicaments cytotoxiques, acides nucléiques) ne peuvent pas 
franchir les barrières biologiques qui séparent le site d’administration du site actif en raison de 
leurs propriétés physico-chimiques. La vectorisation permet de délivrer des principes actifs à 
un tissu ou des cellules. La distribution de ces médicaments dans les zones ciblées peut 
s’avérer difficile. De plus, l’accumulation de ces molécules actives dans des tissus sains peut 
engendrer des effets toxiques. 
 La vectorisation se doit d’être efficace et sans danger. Ces deux conditions nécessitent de 
contrôler la concentration de la molécule libérée ainsi que son ciblage vers le site d’action. 
Durant ces trente dernières années, de nombreux vecteurs de médicaments se sont développés.  
  
 Les vecteurs viraux (Gardlik, Palffy et al. 2005) utilisent les propriétés infectieuses des 
virus dont ils dérivent afin d’introduire le gène thérapeutique dans la cellule cible. Cette 
méthode de vectorisation s’est montrée particulièrement efficace pour traiter le syndrome 
d’immunodéficience sévère lié au chromosome X (Cavazzana-Calvo, Hacein-Bey et al. 2000; 
Fischer, Hacein-Bey et al. 2000). Cependant, elle peut s’avérer dangereuse. Le traitement peut 
entraîner une prolifération incontrôlée des lymphocytes T matures (Hacein-Bey-Abina, Von 
Kalle et al. 2003). 
 
 La vectorisation chimique utilise des composés chimiques afin d’introduire des molécules 
d’intérêt thérapeutique dans les cellules. Dans cet objectif, les processus d’endocytose et de 
fusion membranaire sont exploités. L’endocytose consiste en une internalisation du vecteur 
dans la cellule par invagination d’une partie de la membrane cellulaire. Il est ensuite 
nécessaire de libérer le principe actif à l’intérieur de la cellule. La fusion membranaire, objet 
de cette thèse, permet de libérer le principe actif directement au cœur de la cellule. 
 Il existe deux types de familles de vecteurs chimiques : les systèmes matriciels et les 




 Les systèmes matriciels sont des réseaux à trois dimensions formés de polymères, de 
surfactants ou de dendrimères dans lesquels le principe actif est encapsulé. Les micelles 
(Boudier, Aubert-Pouessel et al. 2009), les émulsions, les dendrimères (Spataro, Malecaze et 
al. 2010), les hydrogels, les nanosphères et les nanoparticules lipidiques solides (Begu, Aubert 
Pouessel et al. 2007; Steinberg, Schroeder et al. 2007) sont des exemples de systèmes 
matriciels (Soussan, Cassel et al. 2009).  
 Les vésicules sont des systèmes colloïdaux d’une taille inférieure au micromètre. Elles 
peuvent être formées de polymères, de surfactant ou de lipides. Dans ces systèmes, le principe 
actif est encapsulé dans une cavité d’huile ou d’eau entourée d’une membrane. Contrairement 
aux systèmes matriciels, les vésicules permettent d’encapsuler une plus grande quantité de 
médicaments et donc une plus faible quantité de vecteurs peut être administrée. Les 
nanocapsules et polymersomes, les liposomes, les niosomes et les vésicules catanioniques 
sont des exemples de vésicules (Soussan, Cassel et al. 2009). 
 Cette méthode est particulièrement prometteuse. Cependant, il est nécessaire de connaître 
ses mécanismes. 
 
 La vectorisation physique est basée sur une perturbation mécanique ou physique qui induit 
une déstabilisation de la membrane plasmique pour permettre le transfert des molécules 
d’intérêt thérapeutique dans la cellule. L’électroperméabilisation, que nous allons détailler par 
la suite, est une de ces méthodes (Golzio, Escoffre et al. 2010). Elle facilite la pénétration de 
plasmides en augmentant la perméabilité membranaire. Depuis ces quinze dernières années, 
cette méthode connaît un grand succès in vivo dans la vectorisation de plasmides dans de 
nombreux tissus. Les revues de Escoffre, Mauroy et al. (Escoffre, Mauroy et al. 2009; 
Escoffre, Mauroy et al. 2009) font le point sur les développements de cette méthode simple, 
rapide et peu onéreuse. 
 
 Un des défis de la vectorisation est d’amener le principe actif contenu dans le vecteur au 
sein de la cellule cible de manière efficace et sûre. Dans cette thèse, nous nous sommes 
intéressés au processus de fusion membranaire et plus particulièrement à ses mécanismes. 
Nous avons étudié la fusion membranaire de vésicules unilamellaires géantes induite par 
électroperméabilisation et par ajout de vésicules catanioniques. La stabilité de l’édifice 
membranaire exclut la possibilité de fusion spontanée, c'est-à-dire sans aucun apport 




déstabilisation est nécessaire à la création d’un état fusogène. L’objet de cette introduction 
générale est de présenter ces différentes notions.  
Ainsi, cette introduction se décompose en trois parties : 
(A) Membranes lipidiques et membranes biologiques : Nous décrirons les membranes 
dans leurs aspects physico-chimiques. 
(B)  La fusion membranaire : Nous décrirons les différents processus de fusion 
membranaire. 
(C)  Déstabilisation et électrofusion de modèles membranaires par un champ électrique 
externe : Nous décrirons une méthode particulière de déstabilisation par un champ 

























A – Membranes lipidiques et membranes biologiques  
 
 
Les membranes sont des systèmes moléculaires organisés, constituées de deux 
monocouches de lipides dont les chaînes carbonées se font face au sein de la bicouche et les 
têtes polaires sont au contact du milieu aqueux. Il existe une grande diversité de molécules 
lipidiques dont l’organisation dépend principalement de leur nature et de leurs propriétés 
physico-chimiques dépendant des conditions extérieures (température, pression). 
 
I Membranes lipidiques 
 
1- Composition lipidique des membranes 
Les glycérophospholipides sont l’espèce lipidique majoritaire dans les membranes 
biologiques. Leur tête polaire est constituée d’un glucérol estérifié par un acide 
phosphatidique qui porte une charge négative à pH physiologique. Ce phosphate est lui-même 
substitué par un groupement polaire dont la nature et la charge définit le caractère 
globalement neutre ou chargé de la tête polaire du glycérophospholipide. La partie 
hydrophobe des glycérophospholipides correspond aux deux chaînes d’acide gras liées au 
glycérol par une liaison ester. Ces chaînes ont une longueur et un nombre de doubles liaisons 
(insaturations) variables. Dans  la figure 1 sont présentés deux phospholipides qui ont été 













Figure 1 : Structure chimique de deux glycérophospholipides : le 1-palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-









Le cholestérol,  de la famille des stérols, est un autre constituant important des membranes. 
Il est constitué de quatre cycles carbonés formant un tétracycle rigide et plan. Sa tête polaire a 
une taille réduite par rapport au reste de la molécule entièrement hydrophobe (Figure 2). Il 
s’insère dans la membrane perpendiculairement au plan de celle-ci avec son hydroxyle orienté 













Figure 2 : Structure chimique du cholestérol.  
 
 Le caractère amphiphile et la forme des glycérophospholipides favorise une organisation 
en bicouche lorsqu’ils sont en milieu aqueux. Ils forment alors des assemblages 
membranaires. Il existe différentes sortes d’assemblages des lipides qui peuvent être utilisés 
comme système modèles de cellules pour des études de membranes, ou bien comme vecteurs 
chimiques. 
 
2- Assemblages des lipides en milieu aqueux 
Différents assemblages de lipides en milieux aqueux sont connus. Ils sont notamment 
utilisés pour l’étude des processus mettant en jeu la stabilité des membranes et les interactions 
entre bicouches, mais également, dans le cas des liposomes, comme vecteurs chimiques. 
L’utilisation de modèles membranaires est un outil physico-chimique performant (Tamm, 
Crane et al. 2003). Différents modèles membranaires peuvent être utilisés : les vésicules 
multilamellaires (MLVs), les petites vésicules unilamellaires (SUVs), les larges vésicules 
unilamellaires (LUVs), les bicouches supportées et les vésicules unilamellaires géantes 














Figure 3 : Les différents systèmes membranaires utilisés pour l’étude des membranes. De gauche à droite : 
vésicule multilamellaire (MLV), petite vésicule unilamellaire (SUV), large vésicule unilamellaire (LUV), 
bicouche supportée et vésicule unilamellaire géante (GUV). 
 
Les MLVs sont des vésicules de quelques µm de diamètre. Leur formation est 
particulièrement simple et consiste en une hydratation des phospholipides qui s’organisent 
alors en MLVs. Cependant, elles ne modélisent pas correctement les membranes plasmiques 
du fait du grand nombre de bicouches les composant. 
 
Les SUVs et LUVs sont formées à partir de MLVs après sonication ou extrusion. Elles 
permettent d’étudier les membranes dans des conditions de courbure importante du fait de 
leur taille, les SUVs ont un diamètre d’environ 30 nm et les LUVs d’environ 200 nm. Ces 
vésicules peuvent être aisément utilisées comme vecteur chimique car elles peuvent 
encapsuler des molécules hydrophiles. Cependant, ces vésicules ne sont pas directement 
visibles en microscopie optique du fait de leur petite taille. 
 
Les bicouches lipidiques sont formées par dépôt de SUVs sur un substrat permettant leur 
adhésion et rupture. Elles permettent des études dynamiques dans les membranes du fait de 
leur immobilité. Cependant, elles ne présentent aucune courbure contrairement aux cellules et 
la présence du substrat sur lequel elles sont déposées joue un rôle critique sur les processus à 
observer. 
 
Enfin, les GUVs sont des systèmes dont le diamètre est proche de celui des cellules (entre 
10 et 50 µm de diamètre). Ils sont donc directement observables en microscopie optique. De 
plus, leur composition est ajustable. Ils représentent un bon modèle d’étude des cellules en 
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Les assemblages lipidiques peuvent être utilisés comme modèles pour l’étude des 
membranes biologiques. De plus, les liposomes formant des compartiments imperméables, 
peuvent être utilisés comme vecteurs. 
Du fait de leurs propriétés physico-chimiques, l’assemblage des lipides en milieu aqueux 
entraîne des processus coopératifs. Ceci induit alors différentes organisations possibles 
pour un mélange d’espèces lipidiques différentes. 
 
3- Organisation lipidique des membranes 
 Au sein d’une membrane, une espèce lipidique donnée peut adopter collectivement une 
conformation particulière dépendant principalement de sa nature et de la température. La 
conformation d’un lipide dépend des arrangements spatiaux des atomes, principalement des 
atomes de carbone des chaînes hydrophobes, de la molécule lipidique dans la bicouche. Une 
organisation ordonnée des lipides est la conformation la plus stable, de plus faible énergie, de 
la membrane. On parle alors d’état de phase gel ou solide ordonné (so) (Figure 4). Cette 
organisation lipidique est obtenue, dans le cas d’un seul composant lipidique, pour une 
température inférieure à la température de transition de phase. En augmentant la température 
du système, de plus en plus de mouvements de rotation des chaînes lipidiques sont induits et 
aboutissent à des conformations désordonnées de ces parties hydrophobes. Lorsque la 
température devient supérieure à la température de transition de phase, les lipides dans un état 
désordonné forment une phase appelée fluide ou liquide désordonné (ld) (Figure 4). La 
transition de phase est un phénomène collectif de l’ensemble des lipides de la membrane. 
Deux différences principales de ces deux phases sont l’épaisseur de la bicouche et l’aire 
moléculaire des phospholipides. En effet, l’épaisseur d’une phase fluide est plus faible que 
l’épaisseur d’une phase gel et inversement, l’aire moléculaire d’une phase fluide est plus 
grande que celle d’une phase gel (Tristram-Nagle, Liu et al. 2002; Kucerka, Liu et al. 2005; 
Kucerka, Nagle et al. 2008). La température de transition de phase est caractéristique de lipide 
envisagé, elle dépend de la nature de la tête polaire et de la nature des chaînes hydrophobes. 
De façon générale, tout paramètre qui s’oppose à l’expansion latérale ou qui favorise 
l’étirement des chaînes induit une conformation ordonnée et ainsi augmente la température de 
transition de phase. Ainsi, la température de transition est d’autant plus grande que la chaîne 
hydrocarbonée est longue et la présence d’insaturation en cis diminue la température de 





 Le cholestérol est connu pour interagir avec les phospholipides de la bicouche lipidique. La 
rigidité de son tétracycle plan modifie différemment la transition de phase des lipides dans 
lequel il s’insère. Celui-ci est miscible aussi bien dans les phases fluide que dans les phases 
gel. Cependant, il tend à rigidifier les phases fluides et à fluidifier les phases gel (Sparr, Hallin 
et al. 2002). L’ajout de cholestérol dans les membranes peut induire l’apparition d’une phase 
fluide aux propriétés physiques particulières : la phase liquide ordonnée (lo) (Figure 4) (Ipsen, 
Karlstrom et al. 1987). Cette phase particulière est caractérisée par une augmentation de 
l’ordre des chaînes hydrophobes des lipides présent autour des molécules de cholestérol. Il est 
caractérisé par une épaisseur membranaire comparable à celle des phases gel et une 
dynamique comparable à celle d’une phase fluide. Cette phase lo peut également coexister 















Figure 4 : A gauche : Etats de phase lipidique. A droite : Diagramme de phase du mélange DPPC – cholestérol 
en fonction de la proportion de cholestérol et de la température. 
  
 En résumé, la composition lipidique des membranes peut induire des organisations 
complexes de l’assemblage lipidique en termes d’états de phase. 
 La perméabilité membranaire est alors caractéristique de la composition et de 
l’organisation lipidique d’un édifice membranaire.  
 
4- La perméabilité membranaire 
 Les membranes lipidiques, du fait de leur composition, constituent des barrières sélectives à 




 Cependant, il a été montré une certaine perméabilité passive des membranes lipidiques. 
Cette perméabilité passive dépend d’une part des caractéristiques des solutés (taille des 
molécules, polarité, coefficient de partition dans le solvant hydrophobe) et d’autre part de la 
composition de la membrane considérée.  
 Plus particulièrement, il a été montré que la perméabilité de la membrane à l’eau est 
fortement corrélée à l’aire moléculaire des lipides (Figure 5 A) et faiblement corrélée à 
l’épaisseur de la bicouche lipidique (Mathai, Tristram-Nagle et al. 2008; Nagle, Mathai et al. 
2008). De plus, l’ajout de cholestérol (Figure 5 B) ou de protéines membranaires engendre 
une diminution de la perméabilité membranaire (Finkelstein and Cass 1967; Haines 1994; 

















Figure 5 : Corrélation de la perméabilité membranaire avec la surface d’encombrement par lipide d’une 
bicouche lipidique de composition variable. (A) La composition lipidique varie selon le type de lipides formant 
la bicouche. (B) La composition lipidique varie selon la quantité de cholestérol présente dans la bicouche 
composée de DOPC. (Mathai, Tristram-Nagle et al. 2008) 
 
 Les bicouches lipidiques possèdent en général une faible perméabilité aux ions. Cette 
perméabilité aux ions peut être augmentée à la température de transition de phase (Cruzeiro-
Hansson and Mouritsen 1988). Plus particulièrement, une forte perméabilité de la membrane 
de liposomes aux ions sodium est observée à la transition de phase (Cruzeiro-Hansson and 
Mouritsen 1988). Cet effet serait dû à la coexistence de domaines en phase gel et de domaines 
en phase fluide autour de la température de transition de phase. L’interface créée entre ces 





La faible perméabilité des membranes est fortement dépendante de leur composition 
lipidique. Comme nous l’avons vu ci-dessus, cette perméabilité dépend de la nature des 
lipides présents, mais également de l’état de phase. 
Les potentiels membranaires associés à un édifice lipidique sont également dépendant de 
la composition lipidique du système. 
 
5- Les potentiels membranaires 
Les potentiels de membrane ont pour origine la surface électrochimique et les interfaces 
physiques des systèmes considérés. Il existe deux types de potentiels de membrane pour des 
édifices membranaires symétriques composés uniquement de lipides : le potentiel 
membranaire de surface et le potentiel membranaire dipolaire. 
 
Le potentiel membranaire de surface ΨS permet la stabilisation de la structure membranaire. 
La valeur de ce potentiel est caractérisée par les charges contenues dans les milieux et 
s'accumulant au niveau de l’interface membranaire entre une phase possédant une permittivité 
diélectrique faible (la membrane) et une phase possédant une forte permittivité diélectrique (le 
milieu aqueux). Lorsque des membranes se trouvent en contact avec un milieu aqueux 
contenant des ions, un champ électrique se crée au niveau de la surface membranaire ainsi 
qu’une différence de potentiel ∆Ψs entre la surface de la membrane et un point situé à une 
certaine distance de l’interface (Andelman 1995).  
Les ions sont attirés vers la surface membranaire chargée. Lorsqu’ils sont en configuration 
hydratée leur diamètre leur permet de s’approcher de la membrane sans s’y adsorber. En effet, 
la membrane de GUVs composés de phosphatidylcholine peut être considérée comme un 
composé globalement neutre formé de charges positives et de charges négatives. Lorsque la 
membrane est en contact avec un milieu aqueux, une séparation des charges électriques est 
observée. Leur distribution à l’interface dépend de l’adsorption de molécules d’eau et de 
l’adsorption chimique d’anions à la surface de la membrane. L’eau étant formée de molécules 
dipolaires, elles vont, lors de leur adsorption à la surface de la membrane, s’orienter en 
fonction des charges présentes à la surface. Les cations dissous étant hydratés, ils ne pourront 
pas approcher la surface à une distance inférieure au rayon de leur sphère d’hydratation. 
Cependant, les anions s’adsorbent à la surface de la membrane et remplacent ainsi des 


















Figure 6 : Schéma de la double couche à l’interface membrane – milieu aqueux. 
 
Le comportement électrique de cette double couche peut être assimilé à celui d’une 
capacité C, appelée capacité de double couche, en parallèle avec une résistance Rt, appelée 










Figure 7 : Circuit électrique équivalent à la double couche à l’interface membrane – milieu aqueux. 
 
Plusieurs modèles théoriques ont été développés pour rendre compte des propriétés 
électriques de la double couche. Dans le modèle de Helmholtz-Perrin (Figure 8), la double 










avec ε, la constante diélectrique du milieu externe ; ε0, la permittivité du vide ; et LH, 
l‘épaisseur de la double couche. Ce modèle décrit la double couche comme une couche de 
contre-ions et de molécules d’eau orientées au niveau de la surface chargée de la membrane. 
 
Dans le cas du modèle de Gouy-Chapman (Figure 8), la capacité de la double couche peut 
dans certains cas dépendre de la concentration des ions dans l’électrolyte. En effet, du fait de 
l’agitation thermique, les ions en solution n’occupent pas une position fixe dans un plan. Ils 
sont en réalité répartis selon une distribution statistique de Boltzmann dans une zone située à 
proximité de la surface de la membrane appelée couche de Gouy-Chapman. Dans ce cas, la 
































 où z est la charge des ions en solution, c est la concentration des ions 
en solution et F est la constante de Faraday. L’évolution du potentiel à l’intérieur de la couche 
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avec ς , le potentiel zêta du système membranaire considéré. 
 
Ces deux modèles ont été combinés pour donner le modèle de Stern. Le potentiel de surface 
dépend fortement de la nature et de la concentration des ions en solution. La différence de 
potentiel entre la membrane et la solution comprend alors deux termes, l’un dû à une couche 
compacte de type Helmholtz-Perrin et l’autre dû à une couche diffuse de type Gouy-
Chapman. Différentes couches adjacentes à la membrane ont ainsi été identifiées. La couche 
de Stern de longueur LH représente les contre ions adsorbés proche de la surface 
membranaire. Adjacente à cette couche de Stern se trouve la couche diffuse de Gouy-


























Figure 8 : Modèles développés pour rendre compte des propriétés électriques de la double couche. Le modèle 
d’Helmholtz-Perrin retranscrit la couche compacte de contre-ions et de molécules d’eau orientées à proximité de 
la membrane alors que la couche de Gouy-Chapman retranscrit la couche diffuse, composée d’une distribution 
inhomogène d’ions mobiles, adjacente à cette couche compacte. On considère que le potentiel ζ est le potentiel 
situé à la surface de la membrane. 
 
Le potentiel membranaire dipolaire prend en compte la contribution des polarisations 
moléculaires ou des dipôles électriques (Brockmann 1994). Les lipides présentent un moment 
dipolaire associé au groupe carbonyl et aux liaisons phosphate-oxygène des lipides (Starke-
Peterkovic, Turner et al. 2006). La superposition des lipides au niveau de la membrane selon 
une direction donnée additionne les moments dipolaires de chaque lipide. Ainsi, un potentiel 
dipolaire global est créé. Les molécules d’eau situées à la surface membranaire ayant un 
dipôle permanent adoptent une organisation structurée et contribuent alors également à ce 
potentiel membranaire dipolaire (McLaughlin 1977). Contrairement au potentiel de surface, le 
potentiel dipolaire ne dépend pas directement de la force ionique de la solution externe à la 
membrane. Cependant, ce potentiel dépend fortement de la composition lipidique de la 




En conclusion, les membranes sont composées de divers types de lipides s’assemblant en 
bicouches en milieu aqueux. Ces membranes lipidiques sont caractérisées par leur 
composition et leur organisation qui leur confèrent d’une part une perméabilité sélective et 
d’autre part des caractéristiques électriques dues aux potentiels membranaires qui leur sont 
associés.  
Différents édifices membranaires peuvent être formés en milieux aqueux. Le contrôle de 
leur composition et leur perméabilité permet leur utilisation en vectorisation. Ces 
assemblages lipidiques permettent également l’étude physico-chimique des membranes 
biologiques en s’affranchissant de leur complexité. En effet, comme nous allons le voir, les 
membranes biologiques, composées de phospholipides mais également de protéines 
membranaires, sont des objets bien plus complexes que ceux décrits précédemment. 
 
II Les membranes biologiques 
 
1- Organisation des membranes biologiques 
Les membranes biologiques sont des systèmes moléculaires organisés, constituées de deux 
monocouches de lipides, d’un grand nombre de protéines membranaires, de glycocalyx et du 













Figure 9 : Représentation schématique de la membrane plasmique. Elle est constituée d’une bicouche lipidique 





Les lipides ne sont pas distribués de manière homogène dans les deux feuillets de la 
membrane plasmique : plus particulièrement, les phosphatidylsérines sont principalement 
situés dans le feuillet interne, les phosphatidylcholines, majoritaires, sont quant à eux présents 
sur les deux feuillets mais en proportion plus importante sur le feuillet externe. Cependant, il 
est possible d’avoir un échange de lipides d’une couche lipidique à une autre grâce au 
phénomène de flip-flop (Rousselet, Guthmann et al. 1976; Colleau, Herve et al. 1991). Dans 
le cas particulier de la phosphatidylsérine, il est possible de détecter la mort cellulaire lorsque 
ces lipides passent dans la couche externe de la membrane (Brand and Yavin 2001; Schechter 
2004). 
Au sein des membranes de cellules eucaryotes est présent le cholestérol (Figure 9). Il 
représente le lipide majoritaire des membranes plasmiques puisque sa proportion est 
d’environ 30% (mol/mol) (Schechter 2004). 
Dans ces membranes sont présentes des protéines (Figure 9) qui peuvent être classées en 
deux groupes selon leur configuration : les protéines qui traversent la membrane de part en 
part et les protéines périphériques. Les protéines périphériques sont insérées dans un seul des 
deux feuillets ou bien sont en interaction avec la membrane via des ancres lipidiques, des 
interactions électrostatiques ou des protéines. Les membranes cellulaires sont recouvertes du 
côté extracellulaire d’une couche hydratée de polyholosides appelée glycocalyx et du côté 
intracellulaire, elles sont en interaction avec le cytosquelette. 
 
La cohésion de cet ensemble multimoléculaire est assurée par un ensemble de forces de 
faibles énergies : les forces de Van der Waals et les interactions hydrophobes (dues aux forces 
hydrophobes répulsives auxquelles sont soumises les chaînes hydrocarbonées des 
phospholipides). Les contacts moléculaires impliqués dans cette cohésion membranaire 
apportent une contribution dans le terme de tension de surface (force par unité de surface 
existant à l’interface membranaire) de la membrane plasmique. La tension de surface globale 
d’une membrane biologique est nulle. Cependant, elle peut être localement non nulle avec des 
tensions positives ou négatives dépendant de l’espace occupé par les différentes molécules 
composant la membrane biologique. La tension de la membrane plasmique dans les cellules 
eucaryotes est le principal régulateur des processus cellulaires impliquant une déformation de 
la membrane tels que l’endocytose et l’exocytose. 
 
Les systèmes membranaires sont donc organisés et les différents constituants ont un certain 




transversale comme nous l’avons décrit au-dessus (Bretscher 1972; Rothman and Lenard 
1977; Brand and Yavin 2001). De plus, il a également été détecté une asymétrie de diffusion 
latérale entre le feuillet interne et le feuillet externe (Morrot, Cribier et al. 1986). Il a été 
montré que la vitesse de diffusion latérale est environ cinq fois plus grande dans le feuillet 
interne que dans le feuillet externe (Cribier, Morrot et al. 1990). La distribution latérale des 
membranes est elle aussi hétérogène du fait de l’existence de microdomaines lipidiques riches 
en sphingomyéline et cholestérol (Tocanne, Dupou-Cezanne et al. 1989; Tocanne, Cezanne et 
al. 1994; Edidin 2003). 
 
L’organisation des membranes biologiques est plus complexe que celle des systèmes 
membranaires dits « modèles » composés uniquement de phospholipides. Les protéines 
membranaires sont en partie responsables de cette différence. Pourtant, elles sont 
nécessaires à la viabilité de la cellule. En effet, la survie et le fonctionnement des cellules 
nécessitent des échanges continuels de matière, d’énergie et d’information avec 
l’environnement extérieur. Ces échanges sont possibles grâce à la présence de protéines qui 
vont notamment modifier les propriétés de perméabilité des membranes et faciliter les 
échanges de matière. 
 
2- La perméabilité des membranes biologiques 
Les membranes biologiques ont la propriété d’une perméabilité sélective, ce qui permet un 
contrôle de l’entrée ou de la sortie de diverses molécules ou ions (Schechter 2004). Il est 
possible de distinguer trois types de transfert à travers la membrane : le transfert passif, le 
transfert actif et les processus d’endocytose et d’exocytose. 
 Le transfert passif est un transfert sans apport d’énergie. Cette perméabilité passive dépend 
d’une part des caractéristiques des solutés (taille des molécules, polarité, coefficient de 
partition dans le solvant hydrophobe) et d’autre part de la composition de la membrane 
considérée. Il en existe deux sortes, la diffusion passive à travers la membrane et la diffusion 
facilitée correspondant au transport de composés assuré par une protéine de transport. Ce 
mécanisme de perméabilité membranaire est celui intervenant le plus fréquemment pour le 
transport de l’eau à travers la membrane (Haines 1994). 
 Le transport actif s’effectue avec une consommation d’énergie. Cette énergie peut être 
fournie par une réaction chimique, c’est le cas de transports de type ATPases qui couplent 




permettre, au sein du même système de transport, le passage d’une autre molécule contre son 
gradient chimique ou électrochimique. Ainsi, un transport actif primaire peut engendrer un 
transport secondaire passif. 
 L’endocytose et l’exocytose sont des mécanismes intervenant dans le cas de transferts de 
plus grosses molécules (Khalil, Kogure et al. 2006; Hillaireau and Couvreur 2009). 
 
 En majorité, ce sont les protéines transmembranaires, tels que les canaux ioniques ou bien 
les aquaporines, ou des transporteurs (par exemple, le transporteur de glucose (Fischbarg, 
Kuang et al. 1989; Fischbarg, Kuang et al. 1990)), qui permettent de réguler les échanges 
transmembranaires entre les milieux extérieur et intérieur (Schechter 2004).  
 
La perméabilité membranaire spécifique des membranes biologiques entraîne des 
échanges de molécules ou d’ions de part et d’autre de la membrane. L’équilibre entre la 
composition interne et externe n’est donc pas maintenu, notamment en ce qui concerne les 
charges électriques. Des gradients de charges sont alors créés, ce qui entraîne la création 
d’un potentiel transmembranaire.  
 
3- Les potentiels membranaires dans les membranes biologiques 
 Dans la partie concernant les membranes lipidiques, nous avons décrit deux types de 
potentiels membranaires : le potentiel membranaire de surface et le potentiel dipolaire. Le 
potentiel dipolaire dépendant fortement de la composition lipidique de la membrane, il est 
hétérogène dans la membrane plasmique (Shynkar, Klymchenko et al. 2005). Ces deux 
potentiels sont toujours présents dans le cas des membranes biologiques du fait de leur 
composition. Un autre potentiel, le potentiel transmembranaire, s’ajoute aux précédents. 
Le potentiel transmembranaire est associé à un gradient de charges électriques de part et 
d’autre de la bicouche lipidique. Ce gradient est maintenu et facilité par le transport actif 
d’ions ou d’électrons à travers la membrane. Ce gradient de charge électrique induit alors une 
différence de potentiel, appelée potentiel transmembranaire, et noté ∆Ψ0. La valeur du 
potentiel transmembranaire ∆Ψ0 est celui correspondant à l’état stationnaire de la membrane. 
Sa valeur dépend de la différence des potentiels chimiques de toutes les espèces transportées 
ainsi que des réactions chimiques pouvant avoir lieu. Il est possible d’exprimer la valeur du 




Dans ce cas précis, un véritable état d’équilibre est atteint et le potentiel transmembranaire 
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ici, R est la constante des gaz parfaits, F est la constante de Faraday, T est la température 
absolue, Zi est le nombre de charges de l’espèce i et ci,1 et ci,2 sont les concentrations de 
l’espèce i dans les deux compartiments séparés par la membrane. 
Dans le cas des cellules eucaryotes, ce potentiel est négatif et est d’environ -60 mV. 
 
Les membranes biologiques sont donc des objets complexes du fait de leur composition et 
de leur organisation leur conférant une perméabilité sélective et un potentiel 
transmembranaire négatif.  
La connaissance des propriétés des membranes permet alors d’appréhender les 
mécanismes de fusion membranaire, processus utilisé pour la vectorisation, grâce au 
contrôle des interactions existant entre le vecteur de composition maîtrisée et la cellule 
hôte. Comme nous allons le voir, ces interactions dépendent des différentes forces mises en 




















B – La fusion membranaire 
Les fusions membranaires, processus vitaux dans les systèmes biologiques, sont une des 
nombreuses fonctions de la membrane plasmique. Elles sont notamment impliquées dans les 
mécanismes d’exocytose et dans l’infection des cellules par les virus à enveloppe 
(Weissenhorn, Hinz et al. 2007). Elles sont assurées grâce à l’intervention de protéines 
(Martens and McMahon 2008). Le processus de fusion membranaire impose une 
déstructuration de l’organisation en bicouche lipidique de la membrane plasmique, et donc 
une déformation et un changement de tension membranaire, du fait du passage de deux 
bicouches à une bicouche unique. Il nécessite la coalescence de deux membranes en contact. 
Ceci entraîne alors le mélange des lipides initialement présents dans chaque membrane ainsi 
que le mélange des compartiments aqueux emprisonnés par les deux membranes. 
 
I Forces mises en jeu lors de la fusion membranaire 
La fusion membranaire, processus parfaitement contrôlé dans l’espace et dans le temps, ne 
s’effectue pas de façon spontanée du fait de l’existence de barrières énergétiques. En effet, 
lors du rapprochement des deux membranes, celles-ci sont soumises à différentes forces 
attractives et répulsives (Israelachvili 1992). Ces forces intermembranaires sont les suivantes 
(Kozlovsky and Kozlov 2002) : (1) les forces attractives de Van der Waals à longue portée, 
(2) les forces électrostatiques répulsives dues à la répulsion des charges, (3) les forces 
stériques répulsives associées à l’interaction stérique des molécules du glycocalyx 
(compression stérique des chaînes de polymères et pression osmotique dans l’espace 
intercellulaire) (McIntosh, Magid et al. 1987; McIntosh, Magid et al. 1989), (4) les forces 
d’hydratation répulsives (Helm, Israelachvili et al. 1992), et (5) les forces d’ondulation 
répulsives dues aux fluctuations thermiques (de nature entropique) (Evans and Parsegian 
1986; Rand and Parsegian 1989). 
Les forces d’hydratation sont répulsives et proviennent de l’organisation régulière des 
molécules d’eau interfaciales (l’approche de deux membranes implique la désorganisation 
transitoire de cette structuration). Les chaînes hydrocarbonées des phospholipides exposées à 
la phase aqueuse par l’application d’un stress sur la membrane sont soumises à des forces de 






1- Forces de Van der Waals 
Les forces de Van der Waals sont des forces à longue portée (de 3 à 10 nm) entre les 
molécules composant les deux surfaces lipidiques se faisant face. Elles varient en 1/r6 et 
diminuent donc rapidement avec la distance. Les forces de Van der Waals sont de diverses 
natures : 
-  interaction dipôle permanent /dipôle permanent (forces de Keesom ) 
-  interaction dipôle permanent /dipôle induit ( forces de Debye) 
-  interaction dipôle induit /dipôle induit ( forces de London ) 
2- Forces électrostatiques 
Lorsque deux surfaces planes portent des charges, une interaction électrostatique apparaît. 
Dans le cas des vésicules lipidiques, ces forces électrostatiques sont répulsives. De ce fait, les 
vésicules lipidiques sont des systèmes stables dispersés dans l’eau en raison de leur répulsion. 
Les charges de surface sont équilibrées par une couche de contre-ions de charges opposées 
dans la double couche diffuse ou couche de Gouy-Chapman. Ces contre-ions sont répartis 
selon une distribution statistique de Boltzmann (Tocanne and Teissie 1990). L’épaisseur de 
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avec ε, constante diélectrique du milieu externe ; ε0, constante de permittivité, R, constante 
des gaz parfaits ; T, température ;  F, charge d’une mole d’électrons ; z, charge des ions en 
solution et c, concentration des ions en solution. 
3- Forces stériques 
Dans le cas des cellules, lorsque leurs surfaces entrent en contact, les molécules du 
glycocalyx s’interpénètrent et une partie de l’eau est extraite de l’espace intercellulaire. La 





4- Forces d’hydratation 
 Du fait des interactions électrostatiques, les vésicules lipidiques sont des systèmes stables 
dispersés dans l’eau. A ces interactions s’ajoute également une répulsion provenant des 
liaisons hydrogène formées avec l’eau. 
 
 Des mesures de forces d’hydratation ont montré un amortissement de ces forces  pour une 
distance de séparation  des membranes supérieure à 6 nm. Jusqu’à environ 1,5 nm, elles 
présentent des oscillations de périodicité moyenne de 0,25 ± 0,03 nm, voisine du diamètre 
d’une molécule d’eau, ce qui suggère la présence de couches d’eau entre les surfaces 
lipidiques (Israelachvili and Pashley 1983; Israelachvili and Wennerstrom 1996). La répulsion 
entre vésicules proviendrait alors de la couche structurée de molécules d’eau séparant les deux 
bicouches lipidiques. Cette couche d’eau représente une barrière de protection contre 
l’approche des têtes polaires des lipides (Israelachvili and Wennerstrom 1996). 
5- Forces de Van der Waals entre chaînes hydrocarbonées 
Les chaînes hydrocarbonées des phospholipides sont soumises à des forces de Van der 
Waals répulsives. Cependant, lorsque les phospholipides sont exposés à l’eau, l’énergie 
nécessaire pour que leurs parties hydrophobes restent en contact avec l’eau est bien supérieure 
à celle nécessaire à la mise en contact de leurs chaînes hydrocarbonées (Tanford 1978). Par 
minimisation de l’énergie, les phospholipides s’organisent alors en bicouches lipidiques en 
mettant en contact leurs chaînes hydrophobes. 
6- Forces d’ondulation 
 Les fluctuations thermiques des membranes participent aux interactions répulsives 
intervenant entre deux bicouches mises en contact (Helfrich 1978). Lorsque la température 
atteint une valeur critique, les fluctuations membranaires empêchent l’interaction entre les 
membranes (Lipowsky 1991). 
 Ces forces d’ondulation ont une portée faible et elles sont de nature entropiques. 
 
 Les processus de fusion sont contrôlés par un ensemble de forces : les forces de Van der 




d’ondulations. Cet ensemble de forces donne lieu à une énergie libre d’interaction que 
nous allons maintenant décrire. 
 
II Energie libre d’interaction 
Le diagramme d’énergie libre des interactions membranaires mises en jeu  en fonction de la 














Figure 10 : Energie libre d’interaction entre deux membranes en fonction de leur distance. D’après (Ramos 
2000) 
 
L’énergie libre d’interaction entre deux membranes fait apparaître deux minima 
correspondant à des situations d’adhésion stables. Le premier minimum, correspondant à une 
adhésion faible, se produit pour des distances entre membranes de 3 à 10 nm. Cette phase est 
gouvernée par les forces électrostatiques et les forces de Van der Waals. Le second minimum, 
correspondant à une phase d’adhésion forte, se produit pour des distances courtes de 1 à 2 nm 
et est gouverné par les forces d’hydratation et les forces d’ondulation. La fusion ne peut avoir 
lieu que lorsque le bilan de ces forces correspond à une attraction et non plus à une répulsion. 
Elle n’est obtenue que lorsque la seconde barrière d’énergie induite par les forces 
d’hydratation et d’ondulation est inhibée. Il est alors nécessaire de diminuer ces deux forces 
pour créer un état fusogène. Tout processus de fusion doit donc être précédé par une 




lipidique entre les deux bicouches est gouverné par les forces hydrophobes entre les chaînes 
carbonées des phospholipides. 
 
Pour créer un état fusogène, une déstabilisation des molécules d’eau est nécessaire. Deux 
exemples permettant la fusogénicité de systèmes membranaires sont présentés ci-dessous : 
la fusion de liposomes chargés négativement et la fusion induite par des protéines. 
 
1- Fusion de liposomes chargés négativement 
 La fusion entre liposomes unilamellaires a été étudiée dans le cas de liposomes de diamètre 
voisin de 100 nm composés de phosphatidylsérine, lipides chargés négativement. Il a été 
montré que l’ajout de quelques millimolaires d’ions calcium induit l’agrégation de liposomes 
et la formation de structures cylindriques avec fuite du contenu des liposomes 
(Papahadjopoulos, Vail et al. 1977). Ces structures proviendraient alors de la fusion de ces 
liposomes (Wilschut and Papahadjopoulos 1979). 
 Ce type de fusion s’effectue en trois étapes : (i) agrégation stable des liposomes séparés de 
quelques nanomètres, (ii) approche induisant un contact moléculaire entre les phospholipides 
des deux bicouches, (iii) changements structuraux impliquant les lipides des bicouches en 
contact, suivis par un mélange de lipides puis par un mélange des contenus aqueux. 
 L’agrégation des liposomes est gouvernée par les forces de Van de Waals, forces attractives 
à longue distance, puis par les interactions électrostatiques entre membranes à courte distance. 
Ces interactions électrostatiques sont répulsives pour des liposomes chargés négativement. 
Les ions Ca2+, cations divalents, introduits dans la solution de liposomes, se lient aux têtes 
polaires des résidus chargés négativement des membranes lipidiques.  Cette liaison induit 
alors un rapprochement des membranes permettant au système de se retrouver dans un état 
d’équilibre avec un minimum d’énergie à environ 2 nm. Cet état d’équilibre ne permet pas la 
fusion. En effet, lorsque les membranes sont suffisamment proches l’une de l’autre (distance 
inférieure à 2 nm), une interaction répulsive apparaît, ce qui inhibe la possibilité de fusion 
entre les deux vésicules. Pour obtenir un état fusogène, il est nécessaire d’inhiber la seconde 
barrière d’énergie. Cette barrière d’énergie contrôlée par de fortes interactions répulsives 
proviendrait de la difficulté à écarter les molécules d’eau au contact des têtes polaires des 
phospholipides. Ces molécules d’eau seraient organisées en couches entre les deux 
membranes lipidiques. Pour induire un état fusogène, ces couches doivent être retirées les 




(Israelachvili and Wennerstrom 1996). De plus, cette barrière d’énergie est également 
gouvernée par les forces d’ondulation répulsives. Il a été montré que les cations divalents 
induisent des modifications structurales dans les bicouches chargées négativement. Ces 
modifications structurales seraient principalement des modifications de phases lipidiques 
créant alors des interfaces entre un état de phase gel et un état de phase liquide ordonné. Ces 
interfaces joueraient alors le rôle de points d’initiation de la fusion (Hoekstra 1982). 
 Il a été montré, par la méthode de diffraction aux rayons X permettant de déterminer 
l’espace d’eau existant entre les deux bicouches lipidiques, que lors de l’ajout de Mg2+ à la 
place de Ca2+, l’agrégation des vésicules était présente mais la fusion n’était pas observée. Cet 
effet est dû au fait qu’en présence de Ca2+, moins d’eau est présente entre les deux membranes 
qu’en présence de Mg2+ (Portis, Newton et al. 1979). Ces résultats permettent de suggérer 
que, dans les expériences de fusion membranaire induite par les ions Ca2+, un Ca2+ se lierait à 
deux molécules de phosphatidylsérine contenues dans les deux membranes se faisant face 
alors qu’un Mg2+ ne se lierait qu’à une seule molécule de PS et laisserait donc de la place aux 
molécules d’eau pour s’insérer entre les deux vésicules. Cependant, il a été montré que la 
fusion induite par le  Mg2+ pouvait être possible dans le cas de liposomes beaucoup plus 
petits, 25 nm de diamètre. Cette fusion serait due à une énergie de surface causée par un stress 
membranaire présent dans le cas de petites vésicules lipidiques (Wilschut, Duzgunes et al. 
1981). 
  
2- Fusion induite par des protéines 
Dans les systèmes membranaires biologiques le processus de fusion est un processus multi-
étapes qui fait intervenir des protéines de fusion (Carr and Kim 1993) (Yu, King et al. 1994).  
 Les phénomènes biologiques de fusion membranaire sont toujours régulés, contrôlés ou 
induits par des protéines. Il existe deux types de fusions biologiques, la fusion exoplasmique 
et la fusion endoplasmique qui sont induites par deux types de protéines (Stegmann, Doms et 
al. 1989). Les protéines responsables de la fusion exoplasmique sont situées dans un 
environnement extracellulaire alors que les protéines responsables de la fusion 
endoplasmiques se situent dans le cytoplasme des cellules. 
 Un exemple de fusion exoplasmique bien connu est la fusion des virus avec une cellule 
hôte. Dans le cas de la plupart des virus, la fusion s’effectue en deux étapes. Tout d’abord, les 
protéines de fusion reconnaissent un site de fusion au niveau de la membrane de la cellule 




Différentes méthodes permettent donc la déstabilisation des molécules d’eau interfaciales. 
Cette déstabilisation peut se faire grâce à la présence de calcium qui neutralise les charges 
négatives des têtes polaires des lipides. Ce processus permet d’augmenter les interactions 
membrane-membrane et/ou de former des ponts Ca2+-phosphate entre les deux bicouches 
(Jeremic, Kelly et al. 2004). L’ajout de polyéthylène glycol dans le tampon contenant les 
vésicules permet également, par ses propriétés, une déstabilisation des molécules d’eau 
interfaciales. Enfin, cette déstabilisation peut aussi être induite par l’application d’un 
champ électrique sur des systèmes membranaires. Ce champ électrique induit un 
réarrangement du réseau interfacial de molécules d’eau (Stulen 1981; Lopez, Rols et al. 
1988).  La fusion induite par l’application d’un champ électrique est appelée électrofusion. 
Ce processus de fusion sera détaillé par la suite. 
 
 La fusion est un processus non spontané. Il est cependant rendu possible par 
déstabilisation des édifices membranaires. De ce fait, des hypothèses de mécanisme de 
fusion sont proposées depuis plusieurs années. Nous allons à présent décrire ces 
mécanismes. 
 
III Modèles de mécanisme de fusion 
 De façon générale, tous les modèles de mécanismes de fusion proposés reposent sur trois 
grandes étapes : (1) le contact entre les deux membranes (pas de continuité lipidique ni 
aqueuse), (2) la fusion membranaire (continuité lipidique mais pas aqueuse) et (3) la fusion 
complète (continuité lipidique et aqueuse). 
 Les intermédiaires de structure proposés dans le processus de fusion reposent sur la théorie 
de la minimisation d’énergie.  
 
 Deux mécanismes ont été proposés pour la fusion en 1984 par Markin et al. (Markin, 
Kozlov et al. 1984) : le mécanisme d’adhésion, reposant sur une réorganisation des bicouches  
lipidiques suite à une étroite jonction entre les membranes, et le mécanisme de la tige. Ce 
dernier a été plus largement décrit dans la littérature, c’est pourquoi, nous nous intéressons 
plus particulièrement à celui-ci dans la suite. 
 Le modèle de la tige a tout d’abord été proposé par Markin et al. en 1984 (Markin, Kozlov 
et al. 1984). Il a ensuite été repris par Chernomordik et Zimmerberg dès 1995 (Chernomordik 




mécanisme de fusion : les structures d’hémifusion et les pores de fusion (Lentz, Malinin et al. 
2000; Heuvingh, Pincet et al. 2004). Les structures d’hémifusion montrent une connexion 
entre les feuillets externes mais pas entre les feuillets internes de la bicouche qui restent 
distincts. C’est un état transitoire qui donne naissance à deux membranes indépendantes ou 
bien qui entraîne la formation d’un pore de fusion (Lentz, Malinin et al. 2000). Ces pores de 
fusion induisent des connexions entre les feuillets externes et internes de la bicouche. Ceci 
induit par la suite une connexion entre les compartiments aqueux des deux systèmes 
fusionnés. 
 La possibilité d’obtenir ces deux intermédiaires dépend de la composition lipidique des 
systèmes à fusionner. En effet, la fusion dépend de la propension de la courbure spontanée des 
monocouches membranaires à se courber pour former ces intermédiaires de fusion 
(Chernomordik and Kozlov 2003).  
 Le mécanisme de la tige repose sur les fluctuations thermiques membranaires et se 
décompose alors en quatre étapes (Figure 11) : (1) Fluctuations thermiques membranaires 
conduisant à des contacts entre les monocouches proximales, (2) Formation de la tige, (3) 
Expansion de la tige entraînant la formation d’une seule bicouche qui résulte de l’interaction 








         
Figure 11 : Etapes de la fusion membranaire dans le modèle du trognon de Chernomordik et Zimmerberg en 
1995. (Chernomordik and Kozlov 2008) 
 
Les processus de fusions membranaires, processus vitaux dans les systèmes biologiques, 
nécessitent une déstructuration de l’organisation membranaire en bicouche. La fusion est 
un phénomène parfaitement contrôlé qui ne s’effectue pas de façon spontanée du fait de 
l’existence de barrières énergétiques.  
L’application d’un champ électrique externe sur des systèmes membranaires permet 
également la déstabilisation de ces systèmes et des molécules d’eau interfaciales. Cette 





C – Déstabilisation et électrofusion de modèles 
membranaires par un champ électrique externe 
 
Comme nous l’avons décrit précédemment, la membrane plasmique n’est pas perméable aux 
molécules hydrophiles et elle possède une faible perméabilité aux ions. Il a été montré que 
l’application d’un champ électrique externe sur un système membranaire provoque la 
déstabilisation de son organisation lipidique et permet alors l’échange de molécules entre 
l’intérieur et l’extérieur de la cellule (Neumann and Rosenheck 1972). Il a également été 
montré que cette déstabilisation couplée à la mise en contact de deux systèmes membranaires 
peut entraîner leur fusion (Neumann, Sowers et al. 1989). 
Nous allons tout d’abord décrire le processus d’électroperméabilisation et les 
déstabilisations engendrées par celui-ci, puis nous décrirons le principe de l’électrofusion. 
I L’électroperméabilisation 
  
 Lorsqu’une vésicule membranaire est placée dans un champ électrique homogène, elle 
perturbe les lignes de champ provoquant une redistribution des charges au niveau de la 
surface membranaire. L’accumulation de charges qui en résulte induit une différence de 
potentiel membranaire ∆Ψ qui se superpose à la différence de potentiel existant ∆Ψ0. Dans le 
cas d’un champ électrique de profil carré et pour un système membranaire sphérique en 
suspension, ∆Ψ en un point donné de la membrane M (Figure 12) est de la forme (Neumann, 
Sowers et al. 1989) :  
( )cterEfg τθλ −−=∆Ψ 1cos)(     [6] 
 
  f : facteur de forme de la cellule. Il est égal à 1,5 dans le cas d’une sphère (Bernhardt 
and Pauly 1973) 
  r : rayon du système membranaire considéré 
  t : durée de l’impulsion 
  E : amplitude du champ électrique appliqué 
  g(λ) : facteur lié à la perméabilité membranaire. Il est égal à 1 si la membrane est 




















)(     [7] 
avec d, l’épaisseur de la membrane ; λi, la conductance électrique du milieu 
interne ; λm, la conductance électrique de la membrane et λ0, la conductance 
électrique du milieu externe. 
  θ : angle entre la direction du champ électrique et la normale au point M considéré sur 
la membrane 










Figure 12 : Représentation schématique d’un système membranaire sphérique en suspension placé dans un 




 Le temps de charge τc dépend de la géométrie du système, de la capacité spécifique de la 
membrane (Cm ≈ 1 µF/cm²) et de la conductance des milieux interne (λi) et externe (λ0). Son 
















      [8] 
Si la membrane est considérée comme un isolant parfait, ce qui est le cas pour les vésicules 













=        [9] 
 Lorsque l’on considère un système de vésicules et une durée d’impulsion très supérieure au 
temps de charge de la membrane (t>>τc), alors : 







 Il a été montré que tout système membranaire devenait perméable lorsqu’un potentiel 
transmembranaire seuil lui était appliqué ∆ΨP. Ce potentiel seuil est d’environ 200 mV 
d’après différentes études relevées dans la littérature (Teissie and Rols 1993). Le tableau 1 
présente les différentes valeurs du potentiel transmembranaire critique obtenu pour différents 















Cellules Chinese Hamster Ovary 
Pénétration du bleu 
Trypan 
t = 100 µs 
∆ΨP = 144 mV 
∆ΨP + ∆Ψ0 = 204 mV 
(Teissie and Rols 
1993) 
Cellules Protoplastes de levures ? ∆ΨP = 90 mV 
(Halfmann, 







Mesure de courant à 
travers la membrane 
t = ? 
∆ΨP = 204 mV 
(van Uitert, Le 
Gac et al. 2010) 
Vésicules lipidiques 
multilamellaires 




Fuite de la calcéine 









Fuite du saccharose 










Fuite de la calcéine 










Perte de materiel 
membranaire 
t = 5 ms 
∆ΨP = 750 mV 
(Portet, Camps i 
Febrer et al. 
2009) 
 
 Tableau 1 : Tableau récapitulatif des différents potentiels transmembranaires seuil obtenu pour différents 
systèmes lipidiques. Dans le cas des cellules, le potentiel transmembranaire seuil dépend également du type de 
cellules. 
 
 L’application du champ électrique peut alors entraîner, de par la perméabilisation de la 
membrane, une entrée de molécules à travers la membrane lipidique (Neumann, Sowers et al. 
1989; Escoffre, Dean et al. 2007). L’électroperméabilisation permet le transfert de plasmides 
dans de nombreux types cellulaires ou tissus. Le champ électrique facilite la pénétration de 




prometteuse dans le cadre des thérapies géniques et cellulaires (Cemazar, Jarm et al.; Golzio, 
Rols et al. 2004; Escoffre, Mauroy et al. 2009; Golzio, Escoffre et al. 2010).  
 
 L’électroperméabilisation entraîne une déstabilisation des membranes lipidiques 
permettant l’échange de molécules ou d’ions entre l’intérieur et l’extérieur du 
compartiment défini par la membrane lipidique (un système membranaire). Des 
déformations des systèmes membranaires sont des déstabilisations également engendrées  
par l’application d’un champ électrique sur une membrane. 
 
II Déformations de modèles membranaires soumis à un champ 
électrique 
 
 Il a été montré pour des cellules, que des déformations apparaissent lors de l’application 
d’un champ électrique (Friend, Finch et al. 1975). Les déformations sont dues à des forces 
transitoires de déformation appliquées sur la membrane. Ces forces peuvent précéder et 
accompagner le phénomène d’électroperméabilisation (Sukhorukov, Mussauer et al. 1998). 
 
 Kakorin et Neumann (Kakorin and Neumann 1998) ont étudié de façon théorique les 
déformations de vésicules lipidiques. Ils ont montré que le processus de déformation 
s’effectue en deux phases (Figure 13). La première (phase 1) consiste en une très rapide 
déformation (de l’ordre de la µs) à volume constant mais avec une légère augmentation de 
surface lipidique due à la création de défauts provenant de la diminution de densité des 
lipides. La seconde phase (phase 2) est une phase plus lente (de l’ordre de la ms) où le 
processus de déformation coïncide avec une diminution de volume de la vésicule. Entre ces 
phases 1 et 2, il n’y a pas de changement de surface. C’est pourquoi le processus de 
déformation doit être couplé à une diminution de volume due à la fuite du tampon interne à 
travers la membrane. La phase initiale des déformations est caractérisée par le paramètre de 
rigidité et les forces de Maxwell sur la membrane. En ce qui concerne la phase finale, elle est 
caractérisée par l’équilibre entre les forces électrostatiques et les forces élastiques de courbure 















 Figure 13 : Représentation schématique de la séquence d’évènements ayant lieu lors du processus de 
déformation lié à l’électroperméabilisation (Kakorin and Neumann 1998). Phase 1 : déformation très rapide (de 
l’ordre de la µs) à volume constant mais avec une légère augmentation de surface lipidique due à la création de 
défauts. Phase 2 : phase plus lente (de l’ordre de la ms) où le processus de déformation coïncide avec une 
diminution de volume de la vésicule. 
 
 Les déformations produites par le champ électrique sont directement corrélées à la 
fréquence du champ électrique et aux conductivités interne (λint) et externe (λext), elles-mêmes 
corrélées aux concentrations ioniques dans les milieux, des systèmes étudiés. Dans le cas de 
cellules d’érythrocyte, il a été observé une compression parallèle à la direction du champ 
électrique pour les basses fréquences (f < fd1) et une déformation négligeable pour les hautes 
fréquences (f > fd2). Dans le cas des fréquences intermédiaires, la nature de la déformation 
dépend des conductivités interne et externe des cellules. Dans le cas où λext < λint, les forces 
de déformation conduisent à une élongation dans la direction du champ électrique. Dans le cas 
où λext > λint, il est observé une compression parallèle à la direction du champ électrique 













 Figure 14 : Représentation schématique des déformations proposée par Sukhorukov, et al. en 1998 sur des 
érythrocytes. (A) fd1 et fd2 sont les fréquences critiques de déformation, E
r
 montre la direction et le sens du 
champ électrique et pour 3 rapports de conductivité donnés, ∆Ψ = 0 et ∆Ψmax sont les potentiels 
transmembranaires nuls et maximum. (B) Représentation de l’intensité de la déformation pour des fréquences 
comprises entre fd1 et fd2. On observe la présence d’un pic de déformation pour une fréquence intermédiaire. 




 Les déformations de systèmes membranaires ont également été étudiées sur des vésicules 
unilamellaires géantes soumises à un champ électrique sinusoïdal (AC) ou continu (DC) 
(Dimova, Bezlyepkina et al. 2009). On retrouve le même type de déformation que pour les 
érythrocytes (élongation ou compression selon le champ électrique). 
  
 Dans le cas de l’application d’un champ électrique AC, il a été montré que le type de 
déformation dépendait de la fréquence utilisée et des conductivités des milieux interne et 
externe (Figure 15). Pour les basses fréquences, les GUVs subissent une élongation dans la 
direction du champ électrique, elles forment des prolates. Pour les hautes fréquences, aucune 
déformation n’est détectée. Pour les fréquences intermédiaires, la forme de la déformation 
dépend du rapport des conductivités interne et externe. Si λint/λext > 1, la déformation sera de 




















 Figure 15 : Représentation schématique des déformations de GUVs dans un champ électrique AC. Ces 
déformations dépendent d’une part de la fréquence du champ électrique auquel elles sont soumises et d’autre 
part du rapport des conductivités externe et interne.  (Dimova, Bezlyepkina et al. 2009) 
 
 Dans le cas de l’application d’un champ électrique DC, il a été montré que si le milieu 
extérieur aux GUVs ne contenait pas de sel, les déformations étaient identiques à celles 
observées pour l’application d’un champ électrique AC. La présence de sel dans la solution 
externe provoque un aplatissement des côtés des vésicules. Les vésicules prennent donc une 
forme cylindrique (Riske and Dimova 2006). Selon la valeur du rapport des conductivités 




déformation sera une élongation dans le sens du champ électrique (Figure 16 E) alors que si 
λint/λext < 1, la déformation sera une compression parallèle à la direction du champ électrique 
(Figure 16 C). Dans le cas où λint/λext ≈ 1, il a été observé une forme similaire à un carré 

















   
 Figure 16 : Déformation des vésicules à différentes conditions de conductivité, à une concentration en NaCl de 
1 mM à l’extérieur des vésicules et soumises à un champ électrique DC. cout est la concentration extérieure en 
sel, cin est la concentration intérieure en sel et x =  λint/λext. (A) Représentation schématique de la section d’une 
vésicule déformée de façon cylindrique du fait de la présence de sel à l’extérieur de la vésicule. Le sens du 
champ électrique est représenté par une flèche. (B) En absence de sel, une déformation en forme de prolate est 
observées. La présence de sel provoque un aplatissement des côtés des vésicules. (C) En forme de disque. (D) En 
forme de carré. (E) En forme de tube. (Riske and Dimova 2006) 
 
 Le rapport des conductivités détermine donc la direction d’élongation de la vésicule par 
rapport à la direction du champ électrique (parallèle quand λint/λext > 1 et perpendiculaire 
quand λint/λext < 1). Le champ électrique peut donc transférer suffisamment d’énergie à la 
membrane pour induire un stress provoquant une compression de la membrane. Le champ 
électrique induit donc une augmentation de la tension membranaire de la vésicule. La 
compression  dépend de l’intensité de l’impulsion et de sa durée. Une fois le champ électrique 
imposé, la bicouche lipidique commence à se charger électriquement et le potentiel 
transmembranaire augmente. La déformation maximale de la vésicule pour une durée 
d’impulsion donnée correspond à la déformation qu’elle a atteinte à la fin de l’impulsion 
électrique. La figure 17 montre des images de déformations d’une vésicule soumise à une 




d’impulsions t. On observe bien ici que plus le champ électrique est intense ou plus la durée 













 Figure 17 : Effet de l’intensité et de la durée de l’impulsion électrique sur les déformations des vésicules. Le 
rapport de conductivité est de 0,05 avec 1mM de NaCl dans la solution externe. La direction du champ électrique 
est représentée par la flèche. (A) Déformations observées pour différentes intensités de champs électriques avec 
une durée d’impulsion constante et égale à 150 µs. (B) Déformations observées pour différentes durées 
d’impulsions avec une intensité de champ électrique constante et égale à 3 kV/cm. (Riske and Dimova 2006) 
 
  
 Nous venons de voir  que la durée de l’impulsion électrique était un facteur critique dans 
l’amplitude de la déformation. Dans le cas des impulsions DC, un autre facteur intervient dans 
la déformation des vésicules. Ce facteur est le temps de charge du système considéré. En 
effet, lors de l’application d’une impulsion électrique sur un système membranaire, le 
potentiel transmembranaire induit s’établit avec un temps caractéristique τc, appelé temps de 
charge [8]. Si la durée de l’impulsion est suffisamment importante (t > 5 τc), alors le potentiel 
transmembranaire a le temps de s’établir totalement et d’arriver à son maximum. Mais qu’en 
est-il de la cinétique de déformation comparée à ce temps de charge ? 
 Dans le cas des érythrocytes, pour λint/λext > 1, la force de déformation atteint sa valeur 
maximale environ 1 ns après l’application de l’impulsion. Le temps nécessaire à 
l’établissement de la déformation est beaucoup plus rapide comparé au temps de charge des 
érythrocytes (Sukhorukov, Mussauer et al. 1998). 
 Dans le cas des vésicules géantes, si on compare les temps de charge aux temps nécessaires 
à la déformation des GUVs, on peut également conclure que le temps nécessaire à 





 Lorsqu’on électroperméabilise des systèmes membranaires, des déformations peuvent 
apparaître dans les premiers instants de l’application du champ électrique. Ces déformations 
induisent un stress à la membrane et faciliteraient sa perméabilisation (Sukhorukov, Mussauer 
et al. 1998). 
 
L’application d’un champ électrique sur des systèmes membranaires (cellules ou 
vésicules modèles) engendre des déformations du système. Ces déformations dépendent 
toujours, quel que soit le système considéré, des rapports des conductivités des solutions 
interne et externe au système et de la fréquence du signal appliqué. Ces déformations sont 
principalement une élongation dans la direction du champ électrique ou une compression 
parallèlement à la direction du champ électrique. Des déformations un peu plus 
particulières sont observées dans le cas de l’application d’impulsions DC en présence de 
sel. Il a également été montré que, quels que soient les systèmes étudiés et la forme du 
champ électrique appliqué, l’intensité de la déformation dépend de l’intensité du champ 
électrique et de la durée de l’impulsion. Plus le champ électrique appliqué est fort et plus la 
durée de l’impulsion est grande, plus la déformation est importante. 
 
 
Nous venons de décrire dans les deux parties précédentes qu’un édifice membranaire 
soumis à un champ électrique externe était fortement déstabilisé du fait de 
l’électroperméabilisation et des déformations. Nous allons à présent montrer que 
l’électroperméabilisation couplée à la mise en contact des systèmes membranaires entraîne 
la création d’un état fusogène pour les édifices membranaires. 
 
III Electrofusion de modèles membranaires 
 Il a été reporté que l’application d’un champ électrique externe sur des cellules induit d’une 
part leur perméabilisation (Neumann and Rosenheck 1972; Neumann, Sowers et al. 1989) et 
d’autre part, si elles sont en contact, leur fusion (Neumann, Sowers et al. 1989). 
L’électroperméabilisation est une perturbation de la structure membranaire de la bicouche 
lipidique (Rosenheck 1998).  
 L’électrofusion est un processus permettant de contrôler le moment (correspondant à 




produit. Il est donc possible d’observer tout le processus de fusion et de l’enregistrer dans le 
but d’en identifier les mécanismes. 
 
 Dans le cas de l’électrofusion de cellules, il a été montré que l’application d’un champ 
électrique sur des cellules mises en contact induisait leur fusion (Senda et al. 1979). Il a 
ensuite été observé que lorsque les cellules sont tout d’abord perméabilisées puis mises en 
contact dans un deuxième temps, la fusion se produisait également (Sowers 1986; Teissie and 
Rols 1986; Rols and Teissie 1989). Ce processus repose sur  la propriété de longue durée de 
vie de l’état perméable. L’état perméable des cellules est donc un état fusogène. 
 Ainsi, pour être possible, l’électrofusion nécessite deux conditions : 
l’électroperméabilisation et le contact entre les membranes lipidiques. Quand les deux 
membranes sont suffisamment proches et que leur déstabilisation due à l’application du 
champ électrique est suffisamment importante, alors, la fusion se produit. Ceci a été montré 
par Zimmermann dès 1982 (Teissie, Knutson et al. 1982; Zimmermann 1982). 
 
Dans le cas de l’électrofusion de vésicules, il est tout d’abord nécessaire de mettre en 
contact les vésicules. Un champ électrique alternatif peut être utilisé pour aligner les vésicules 
dans la direction du champ électrique. Cet effet est appelé la diélectrophorèse et permet 
d’amener deux vésicules en contact. Ensuite, l’application d’impulsions continues (DC) 
permet la perméabilisation des deux vésicules. Si la perméabilisation est induite dans la zone 
de contact entre les deux vésicules, l’application de ces impulsions DC induira la fusion 
(Figure 18). 
L’électrofusion de membranes est un processus rapide. Il a été montré qu’il s’effectuait en 
deux étapes (Dimova, Riske et al. 2007). La première étape consiste en l’ouverture d’un pore 
de fusion avec une vitesse d’expansion moyenne 2 cm/s. La seconde étape est l’expansion du 
col puis l’ouverture complète du pore de fusion. Cette étape se fait à une vitesse réduite par 











En absence de sel, la fusion s’effectue en plusieurs points de contact des vésicules. Dans ce 
cas (plus de deux points de contact), la coalescence de ces pores de fusion peut former de 
petites vésicules qui se retrouveront enfermées dans la vésicule résultante de la fusion (Riske, 
Bezlyepkina et al. 2006). En présence de sel dans la solution contenant les vésicules, 
l’impulsion DC induit une déformation des vésicules qui sont mises en contact, ce qui forme 
une zone de contact plate. 
La formation de ces pores de fusion a été décrite (Tonsing, Kakorin et al. 1997; Luitel, 
Schroeter et al. 2007). Ils ont montré que la déstructuration de la membrane lipidique lors de 
l’application d’un champ électrique pourrait engendrer la formation de « pores » (Tonsing, 
Kakorin et al. 1997). L’électroperméabilisation serait donc un mécanisme possible pour la 
formation de pores de fusion coaxiaux (Luitel, Schroeter et al. 2007). 
 
Ainsi, l’électrofusion conduit au mélange des lipides initialement présents dans chaque 
membrane et au mélange des compartiments aqueux. Elle peut alors être utilisée pour la 
vectorisation de molécules. 
 Ainsi, la fusion de vésicules de compositions lipidiques différentes permet la formation de 
vésicules avec une composition complexe (Riske, Bezlyepkina et al. 2006; Dimova, Riske et 
al. 2007). Ceci rend possible l’étude de la dynamique de formation de domaines et de leur 
stabilité. Quand des vésicules géantes sont électroformées avec un mélange de lipides, la 
composition des différentes vésicules peut être inhomogène. La composition de chaque GUV 
n’est pas forcément la même que celle du mélange lipidique initial. L’électrofusion de deux 
vésicules de compositions différentes permet d’obtenir des vésicules de composition connue. 
De plus, en fusionnant deux vésicules composées de lipides non miscibles, des micro-
domaines lipidiques apparaissent dans la membrane résultante. Il est donc possible de former 
des vésicules de composition lipidique variée, mais il serait également possible d’insérer dans 
la membrane résultante d’autres types de molécules. 
 
 De plus, la fusion de deux vésicules de contenus aqueux différents peut être utilisée pour la 
réalisation d’un microréacteur chimique. En effet, il a été montré pour la première fois par 
Chiu en 1999 que deux vésicules peuvent encapsuler une ou plusieurs molécules réactives 
(Chiu, Wilson et al. 1999). Quand l’électrofusion est induite entre ces deux vésicules, le 
contenu de chacune est mis en présence et une réaction chimique peut avoir lieu. Cette 
méthode nécessite une condition pour être efficace : les membranes lipidiques des deux 




utilisation de ces vésicules comme microréacteur a été d’effectuer une réaction chimique entre 
une sonde fluorescente sensible au calcium, le fluo-3 et des ions Ca2+ (Chiu, Wilson et al. 
1999). Une partie des vésicules sont chargées avec du fluo-3 et les autres avec des ions Ca2+. 
Les deux types de vésicules sont ensuite mis en présence. L’électrofusion est déclenchée et 
observée par l’augmentation de la fluorescence due à la formation du complexe entre le fluo-3 
et le Ca2+. Cette méthode est un outil intéressant pour l’étude et le suivi d’une réaction 
chimique pour laquelle les localisations spatiale et temporelle peuvent être contrôlées 
précisément.  
Basé sur ces expériences, l’électrofusion de vésicules géantes a été utilisée pour synthétiser 
des nanoparticules (Dimova, Bezlyepkina et al. 2009). Dans ce cas, une vésicule est chargée 
avec du Na2S et l’autre avec du CdCl2. L’application d’impulsions alternatives (AC) permet la 
mise en contact des vésicules puis, l’application d’impulsions DC induit la fusion des 
vésicules. En conséquence, les deux compartiments aqueux sont mélangés dans le 
compartiment résultant. La fluorescence de ce compartiment révèle la formation de 
nanoparticules de CdS. Par cette approche, il est possible d’observer et d’enregistrer la 
réaction chimique complète par microscopie optique. Cette expérience suggère que des 
nanoparticules peuvent être synthétisées dans des compartiments biologiques même sans 
l’intervention de macromolécules. 
 
Cette partie a fait l’objet d’une revue publiée au Compte Rendu de l’Académie des Sciences. 
 
Un édifice membranaire soumis à un champ électrique exogène peut, d’une part, être 
perméabilisé, et d’autre part, déformé. L’électroperméabilisation, couplée à la mise en 













D – Objectifs 
 Dans l’objectif à long terme de transférer des molécules au sein de cellules par vectorisation, 
nous nous sommes intéressés dans cette thèse aux mécanismes de fusion d’assemblages 
lipidiques. Comme nous l’avons décrit dans cette introduction générale, la fusion 
d’assemblages lipidiques est un processus contrôlé par la nature des interactions entre les 
deux systèmes à fusionner et par la déstabilisation des membranes lipidiques.  
 
 Les objectifs de ce travail ont été d’étudier les interactions ainsi que les mécanismes mis en 
jeu lors de la fusion d’auto-assemblages lipidiques. 
 Nous avons étudié la stabilité de bicouches lipidiques soumises à un stimulus exogène 
(champ électrique externe) ou bien endogène (champ électrique endogène créé par les 
vésicules catanioniques). Pour cette étude, nous avons choisi d’utiliser le modèle 
membranaire de vésicules unilamellaires géantes. Rappelons que du fait de leur taille, elles 
peuvent être directement visualisées sous un microscope optique. De plus, leur composition 
est ajustable, elles ne possèdent pas de cytosquelette et il a déjà été montré la faisabilité de la 
fusion membranaire avec des GUVs (Neumann, Sowers et al. 1989; Haluska, Riske et al. 
2006). Ces GUVs nous ont donc permis d’étudier les différents paramètres physico-chimiques 
impliqués dans des processus de fusion membranaire. 
 Dans les études qui vont suivre, nous avons privilégié les méthodes de visualisation par 
microscopie optique. Cette technique est facilement utilisable ici en terme spatio-temporel du 
fait de la taille des GUVs et du déclenchement des processus de fusion avec le champ 
électrique.  
 
 Une première partie décrira les mécanismes de déstabilisation d’édifices membranaires 
soumis à un champ électrique exogène. Nous avons vu que cette déstabilisation était entraînée 
par le processus d’électroperméabilisation. Après avoir caractérisé leur électroperméabilité, 
nous nous intéresserons à l’électrofusion entre vésicules géantes par application d’un champ 
électrique exogène et nous proposerons un mécanisme de ce phénomène. 
  
 La seconde partie décrira l’étude des interactions et mécanismes de la fusion membranaire 
de vésicules catanioniques avec des GUVs. Cette fusion s’effectue par l’intermédiaire 
d’interactions électrostatiques créant un champ électrique endogène entre les vésicules 














A - Introduction 
 
 Comme décrit dans l’introduction générale de cette thèse, les cellules utilisent différents 
mécanismes pour permettre des échanges contrôlés entre les milieux extracellulaire et 
intracellulaire. Les bicouches lipidiques étant imperméables aux molécules et aux ions, les 
protéines transmembranaires permettent le transport actif (énergie dépendant) d’ions ou de 
molécules à travers la membrane. Les processus de fusion permettent également l’entrée ou la 
sortie de molécules. Ces différents phénomènes sont endogènes à la cellule, mais sous le 
contrôle d’apport d’énergie.  
 L’électroperméabilisation est une méthode de perturbation de l’édifice membranaire 
permettant de rendre les systèmes membranaires transitoirement perméables. 
L’électroperméabilisation et l’électrofusion, méthodes largement utilisées en biologie 
cellulaire et en biotechnologie (Kinosita and Tsong 1977; Zimmermann 1982; Neumann, 
Sowers et al. 1989), permettent, par application d’un champ électrique externe, de transférer 
des molécules dans les cellules. L’application d’impulsions électriques déstabilise 
l’organisation de la membrane et l’organisation des molécules d’eau à l’interface. Il a aussi 
été montré, sur des vésicules géantes, que l’application d’un champ électrique pouvait induire 
des déformations de ces vésicules. Ces déstabilisations provoquent d’une part la 
perméabilisation de ces systèmes membranaires et d’autre part, si les deux systèmes sont mis 
en contact, leur fusion. Ce phénomène de fusion est une conséquence de la déstabilisation des 
membranes et de leur mise en contact (Zimmermann 1982). 
 
 Dans l’objectif d’étudier le processus d’électrofusion et d’en comprendre ses mécanismes, 
nous avons caractérisé les différentes phases de l’électrofusion. Comme décrit dans 
l’introduction générale, la fusogénicité nécessite un apport d’énergie permettant une 
déstabilisation du système membranaire. L’application d’un champ électrique externe 
supérieur à celui nécessaire à la perméabilisation des membranes est associé à la 
déstabilisation de l’organisation lipidique en créant des défauts, ce qui entraîne de plus 
l’apparition d’un état fusogène (Neumann, Sowers et al. 1989). Nous avons tout d’abord 
caractérisé la déstabilisation de l’édifice membranaire par l’application d’un champ électrique 
externe perméabilisant.  
 
Il est observé sur le plan expérimental, que l’électroperméabilisation est détectée lorsque le 
potentiel transmembranaire devient supérieur à un seuil compris entre 90 mV pour des 
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protoplastes de levures (Halfmann, Röcken et al. 1982) et 270 mV pour des vésicules 
lipidiques multilamellaires d’Egg-PC (Raffy and Teissie 1999). Un seuil plus élevé de 750 
mV, mesuré au moment de la perte de matériel membranaire, a été obtenu pour des vésicules 
unilamellaires géantes de DOPC (Portet, Camps i Febrer et al. 2009). Ces valeurs de seuil 
dépendent des paramètres suivants : système membranaire, durée des impulsions électriques 
et méthode de détection. Cependant, dans les années 80, E. Neumann avait prévu 
théoriquement qu’il n’y avait pas de seuil de perméabilisation. Ainsi, la notion de seuil de 
perméabilisation, c’est à dire de valeur de potentiel transmembranaire critique, conduisant à 
une différence de propriétés membranaires, de perméabilité et de fusogénicité, reste une 
question à élucider. 
 
 Afin d’apporter des éléments de réponse, nous allons caractériser dans une première 
partie les déstabilisations dues à l’électroperméablilisation. L’effet de la composition 
lipidique du système membranaire et de la méthode de détection sur 
l’électroperméabilisation seront étudiés. 
 Dans une deuxième partie, grâce aux résultats obtenus précédemment et à des 




















 L’électrofusion de vésicules lipidiques nécessite la déstabilisation de leur structure en 
bicouche.  
 Un édifice membranaire soumis à un champ électrique externe voit une désorganisation de 
sa structure lipidique, ce qui se traduit par sa perméabilisation. L’électroperméabilisation 
entraîne la création de défauts membranaires dans la bicouche de lipides. Cependant, le 
nombre de défauts et la surface susceptible d’être perméabilisée dépendent non seulement des 
paramètres électriques utilisés (nombre d’impulsions, intensité du champ électrique, durée des 
impulsions), mais également des systèmes lipidiques. 
 
 Nous avons choisi d’utiliser le modèle membranaire de vésicules unilamellaires géantes, du 
fait de leur taille comparable à celle des cellules, qui peuvent être directement visualisées sous 
un microscope optique et dont on peut ajuster la composition. Une des caractéristiques de ces 
modèles est l’absence de cytosquelette. La faisabilité de la fusion membranaire avec des 
GUVs a déjà été démontrée (Neumann, Sowers et al. 1989; Haluska, Riske et al. 2006). La 
durée de l’impulsion électrique dans nos expériences est de 100 µs. En effet, il a été montré 
par Haluska et al. (Haluska, Riske et al. 2006) la faisabilité de l’électrofusion de GUVs pour 
des durées d’impulsions comprises entre 50 et 250 µs. L’intensité de champ électrique sera 
variable. La déstabilisation membranaire est associée à l’électroperméabilisation. Celle-ci sera 
caractérisée par son potentiel transmembranaire seuil de perméabilisation. Dans l’objectif de 
déterminer ce paramètre, nous ferons varier l’intensité du champ électrique jusqu’à 
observation de la perméabilisation. Le nombre d’impulsions sera choisi égal à 10 dans cette 
partie. En effet, ce nombre d’impulsions est généralement utilisé pour le transfert de petites 
molécules à travers la membrane (Needham and Hochmuth 1989; Escoffre, Mauroy et al. 
2009).  
 
 Dans les deux premières parties de ce chapitre, nous allons caractériser la notion de seuil 
d’électroperméabilisation qui, comme nous l’avons évoqué précédemment, dépend de la 
méthode de détection et de la composition de la membrane. Dans une troisième partie, nous 
proposerons un mécanisme pour l’électroperméabilisation. Ces travaux font l’objet d’une 
publication actuellement en préparation. 
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Dans le but d’étudier l’influence de la méthode de détection et notamment sa sensibilité, 
quatre méthodes de détection ont été mises au point pour mesurer la valeur critique du 
potentiel transmembranaire : la diminution de taille des GUVs, la sortie d’une sonde 
fluorescente sensible au calcium des GUVs, l’entrée d’EDTA dans les GUVs et l’entrée d’un 
ion dans les GUVs. 
 
1- Caractérisation du seuil par diminution de taille des GUVs 
 Il a été montré que l’application d’impulsions électriques longues (5 ms de durée) sur des 
vésicules lipidiques entraîne une diminution de leur taille (Figure 19). Cette diminution de 
taille peut s’expliquer par une perte de matériel membranaire causée par une perméabilisation 
très importante des systèmes lipidiques avec formation de macropores, de tubules et de 
vésicules.  
 Nous avons utilisé cette méthode pour identifier le seuil d’électroperméabilisation dans des 










 Figure 19 : Visualisation de la perte de taille et de contraste de GUVs soumis à un champ électrique externe de 
durée 5 ms. 
 
 Cette approche a consisté à observer des GUVs constitués d’Egg PC en contraste de phase 
afin de visualiser directement leur diminution de taille. Pour faciliter leur mise au point sous 
le microscope, 1% (mol/mol) de Egg Liss Rhod PE a été rajouté à ces GUVs. 
 Les observations sont faites à l’échelle de la vésicule unique. Une première image est prise 
avant impulsion électrique et le diamètre du GUV présent dans le champ d’observation est 
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transmembranaire caractéristique d’un système étant rE5,1=∆Ψ , si r augmente, E doit 
diminuer pour conserver le même potentiel ∆Ψ. 
 Le potentiel transmembranaire seuil pour lequel il y a perte de matériel pour un GUV est : 
( )CtCC erE τ/15,1 −−=∆Ψ      [11]  
avec r, le rayon du GUV considéré et Ec,  le champ électrique seuil de perte membranaire. 
L’équation de Schwan [10] (p. 38) ne peut pas être utilisée ici car elle est une approximation 
de l’équation [11] pour t>>τc. Comme le temps de charge τc dépend de la taille du système 
observé et que le rayon des GUVs est de plusieurs dizaines de µm,  la durée d’impulsion, de 
100 µs, est proche du temps de charge τc dans nos conditions de milieu peu conducteur. Le 
potentiel induit est donc variable au cours de l’impulsion, l’état stationnaire prédit par 
l’équation de Schwan n’est donc pas atteint. Il est impératif de ne pas négliger le terme en 
exponentielle de l’équation  [11].  
 
 L’évaluation de ∆ΨC est donc sous le contrôle de la taille des GUVs qui joue directement 
sur le potentiel transmembranaire seuil de perméabilisation et indirectement via τc. Par nos 
mesures, sur une moyenne de 63 GUVs, on obtient VC 3,09,1 ±≈∆Ψ (pour n = 10 et t = 100 
µs). La déstabilisation est visualisée ici par la perte de matériel membranaire, conséquence 
d’un stress électrique important apporté au système. Pour visualiser cette perte, il faut que la 
perméabilisation des GUVs soit suffisamment importante et donc que les valeurs de champs 
électriques soient suffisamment grandes (quelques milliers de V/cm pour des durées 
d’impulsion de 100 µs). La résolution de détection du champ électrique seuil de 
perméabilisation dépend donc du phénomène que l’on observe. Regarder la diminution en 
taille des GUVs revient en réalité à observer un évènement catastrophe survenant à la 
membrane et non la perméabilisation de celle-ci. 
 
 L’étude de l’électroperméabilisation en contraste de phase ne semble donc pas être une 
méthode très précise puisqu’il est nécessaire de monter à des amplitudes de champ 
électrique importantes pour observer le phénomène de perte de matériel.  
 L’étude de fuite de molécules devrait permettre d’avoir une meilleure précision pour 
l’étude du seuil de perméabilisation. Les méthodes par fluorescence sont les plus sensibles 
pour mesurer de telles fuites. C’est pourquoi nous avons ensuite utilisé une sonde 
fluorescente sensible au calcium, le Calcium Green 2 (CaGr2) qui permet de détecter plus 
finement le seuil d’électroperméabilisation. 
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2- Encapsulation d’une sonde fluorescente sensible au calcium, le 
Calcium Green 2 (CaGr2), dans les GUVs 
 Les cations divalents tels que le calcium mis en présence de la sonde CaGr2 se fixent sur le 
site de fixation du fluorophore dont l’émission se trouve accrue. L’affinité du CaGr2 avec le 
Ca2+ est caractérisé par sa constante de dissociation : Kd (Ca2+/CaGr2) = 550 nM. Lors de la mise 
en présence du CaGr2 avec des ions calcium, une augmentation de l’intensité de fluorescence 
est alors visible. En encapsulant la molécule de CaGr2 dans un GUV, il serait donc possible 
d’observer une augmentation de l’intensité de fluorescence du GUV si celui-ci est 
perméabilisé en présence de calcium. 
 Les GUVs d’Egg PC sont électroformés en présence de 1,5 µM de CaGr2 et le tampon de 
pulsation contient 1 mM de calcium. Les GUVs ainsi formés sont déjà fluorescents avant 
toute impulsion électrique. 
 
Photodégradation du CaGr2  
 L’objectif est de caractériser le seuil d’électroperméabilisation par des variations d’intensité 
de fluorescence due à la fixation du Ca2+ sur le CaGr2. Or ces variations d’intensité ne sont 
quantifiables que si la photodégradation du fluorophore est négligeable. Nous avons donc 
caractérisé cette photodégradation au cours du temps pour la sonde CaGr2 en l’absence 
d’électropulsation. 
 Pour cela, un unique GUV est illuminé pendant dix minutes en continu. On acquiert une 
image toutes les 30 secondes. On mesure ensuite l’intensité moyenne du GUV considéré (voir 
Matériels et Méthodes) et on regarde son évolution au cours du temps (Figure 21). Cette étude 
a été répétée sur trois GUV différents. 
 Les intensités présentées ici sont les intensités mesurées auxquelles a été retiré le bruit de 










 Figure 21 : Etude de la photodégradation du CaGr2 au cours du temps. Chaque symbole représente un GUV 
différent. 
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 On observe qu’il faut environ 10 minutes d’illumination continue pour photodégrader le 
fluorophore de sorte que son intensité émise diminue de moitié. Lors des expériences de 
détermination de champ électrique seuil d’électroperméabilisation, le GUV ne sera éclairé que 
quelques secondes, temps nécessaire aux acquisitions. 
  
 L’encapsulation de la sonde CaGr2 dans les vésicules est efficace. 
 La photodégradation n’entraînera pas d’erreur sur les mesures de fluorescence 
effectuées dans la suite, la durée des acquisitions étant négligeable devant la durée 
nécessaire à la photodégradation de la sonde. 
 
3- Caractérisation du seuil de perméabilisation par la fuite du CaGr2 
 La sortie de CaGr2 est une autre méthode pour caractériser la perméabilisation. La fuite 
d’une sonde fluorescente permettant de déterminer le seuil critique d’électroperméabilisation 
est une méthode déjà décrite (Teissie and Rols 1993; Raffy and Teissie 1997; Raffy and 
Teissie 1999). Cette méthode, plus sensible que celle utilisant la perte de matériel 
membranaire, devrait nous permettre de déterminer de manière plus résolutive le seuil 
d’électroperméabilisation. 
 
 La fuite spontanée du CaGr2 est étudiée en observant un GUV au cours du temps et en 
prenant une image de celui-ci toutes les 30 secondes (après 10 minutes de stabilisation des 
GUVs). Une invariance d’intensité de fluorescence indique qu’aucune fuite spontanée du 
CaGr2 n’est observée (pour rappel, il n’y a pas de photodégradation dans notre mode 
opératoire). 
 
 Pour des champs électriques suffisamment faibles, on n’observe aucune différence avant et 
après application du champ. Par contre, à partir d’une certaine amplitude, qui dépend de la 
taille des GUVs, on observe une augmentation de la fluorescence autour du GUV, associée à 
une diminution de fluorescence à l’intérieur du GUV (Figure 22) (Voir Matériels et Méthodes 
pour l’analyse des images). Ce même phénomène est observé quelle que soit la concentration 


























 Figure 22 : Effet de l’application d’un champ électrique sur un GUV contenant 1,5 µM de CaGr2 et 100 µM 
de Ca2+. (A) Image prise avant toute application d’un champ électrique. (B) Soustraction de l’image prise après 
application d’un champ électrique de 320 V/cm par l’image prise avant toute application de champ électrique. 
(C) Soustraction de l’image prise après application d’un champ électrique de 340 V/cm par l’image prise avant 
toute application de champ électrique. (D) Soustraction de l’image prise avant toute application de champ 
électrique par l’image prise après application d’un champ électrique de 340 V/cm. (E) Evolution  des différences 
d’intensité de fluorescence à l’intérieur du GUV (Soustraction de l’image prise avant application d’un champ 
électrique par l’image prise après application de champ électrique = ∆I = I0 – I donc l’augmentation de ∆I 
indique une diminution de fluorescence) en fonction du potentiel transmembranaire. 
  
 
 Les expériences précédentes ont été effectuées pour de faibles concentrations en CaGr2 (1,5 
µM) et en calcium (1 mM). Tekle et al. observent une augmentation de fluorescence des 
GUVs due à l’entrée de calcium lorsqu’ils effectuent ces mêmes mesures avec des 
concentrations en calcium et en CaGr2 plus élevées (Tekle, Astumian et al. 2001). Nous nous 
sommes donc placés aux mêmes concentrations qu’eux, c'est-à-dire 25 µM de CaGr2 et 2,5 
mM de Ca2+. 
 
 De même que précédemment, aucune fuite spontanée du CaGr2 n’est observée. Pour des 
champs électriques suffisamment faibles, on n’observe aucune différence avant et après 
application du champ. Par contre, à partir d’une certaine amplitude, on observe une 
augmentation de la fluorescence autour du GUV associée à une diminution de fluorescence de 
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l’intérieur du GUV. Cette amplitude critique augmente avec une diminution de la taille des 
vésicules. 
 
 Aucune augmentation de la fluorescence dans les GUVs (Figure 23) n’est obtenue lors des 
impulsions. Cette observation suggère que le CaGr2 est déjà complexé avec du calcium. Ce 
complexe se serait donc formé lors de l’électroformation des GUVs sur lame d’ITO. Deux 
explications permettent de comprendre la formation de ce complexe : d’une part, le verre 
libère naturellement des ions calcium et d’autre part, il est possible que l’eau Milli-Q utilisée 
dans le tampon de formation contienne également une faible quantité d’ions calcium. La 
constante de dissociation du CaGr2 avec le Ca2+ étant très faible, une faible quantité de 







Figure 23 : Image d’un GUV prise avant impulsion électrique. Le GUV est fluorescent car le CaGr2 qu’il 
contient est déjà complexé avec du calcium présent lors de l’électroformation. 
  
Seuil d’électroperméabilisation 
 Le fait d’observer une augmentation de la fluorescence à l’extérieur du GUV et une 
diminution à l’intérieur montre que nous visualisons une fuite du CaGr2 hors du GUV plutôt 
qu’une entrée du calcium dans le GUV. 
 L’augmentation de fluorescence à l’extérieur du GUV débute pour un champ électrique 
seuil. On retrouve ici aussi le fait que le champ électrique seuil d’électroperméabilisation 
diminue quand la taille des GUVs augmente.  
 Il est possible de calculer le potentiel transmembranaire seuil ∆Ψp pour lequel il y a 
électroperméabilisation du GUV grâce à l’équation [11]. On obtient ∆Ψp = 187 ± 24  mV.  
 
 Ce seuil voisin de 200 mV est différent du seuil de 1,9 V déterminé précédemment par 
perte de matériel membranaire. Ce seuil d’électroperméabilisation, bien que 10 fois plus 
faible, est déterminé par la fuite d’une molécule de taille relativement importante. Cette 
fuite ne peut être observée que lorsque la perméabilisation est suffisamment efficace pour 
laisser passer une molécule de cette taille. Dans la suite, nous allons préciser cette valeur 
seuil par des échanges de molécules ou d’ions de plus petite taille. 
10 µm 
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4- Détermination du champ électrique seuil de perméabilisation par 
l’entrée d’EDTA 
 L’EDTA est une molécule plus petite que le CaGr2. Son passage à travers la membrane 
devrait nécessiter l’application d’un champ électrique plus faible que celui nécessaire à la 
fuite de CaGr2. 
 L’EDTA étant un chélateur d’ions Ca2+, l’ajout d’EDTA dans le tampon de pulsation 
entraîne, lors de la perméabilisation, la formation d’un complexe avec les ions Ca2+ libres 
(Kd(Ca2+/EDTA) = 4800 µM). Ceci a pour effet de diminuer la quantité de Ca2+ libres dans la 
vésicule. Par conservation de la loi d’action de masse, il y a dissociation des complexes 
CaGr2/Ca2+ et donc diminution de fluorescence des vésicules. Ce phénomène permet de 
suivre l’entrée de l’EDTA dans le GUV et ainsi de visualiser la perméabilisation des GUVs. 
Dans nos conditions expérimentales, 100µM d’EDTA sont ajoutés au tampon de pulsation. 
Les GUVs contiennent 1,5 µM de CaGr2. 
 
 Entrée spontanée de l’EDTA dans les GUVs 
 L’entrée spontanée de l’EDTA dans les GUVs est analysée au cours du temps. Tous les 
GUVs (expérience effectuée sur une vingtaine de GUVs) montrent une entrée spontanée 
















 Figure 24 : Etude de l’entrée spontanée de l’EDTA dans les GUVs. Seuls 4 GUVs sont représentés ici. On 
observe l’évolution  des différences d’intensité de fluorescence des GUVs (Soustraction de l’image prise au 
temps t = 10 min par l’image prise au temps t (>10 min) = ∆I = I0-I) en fonction du temps. ∆I indique la chute de 
fluorescence due à la présence d’EDTA. 
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Cette entrée proviendrait d’une fluidification et d’une déstabilisation de la membrane dues à 
la présence de l’EDTA dans le tampon (Prachayasittikul, Isarankura-Na-Ayudhya et al. 2007). 
Prachayasittikul et al. ont observé, par des isothermes pression – surface sur monocouche 
lipidique qu’il y avait expansion et fluidification de la membrane. Ils ont également montré 
par AFM, la présence de protrusions qui augmentent en taille lors de l’incubation avec de 
l’EDTA. Ces différentes observations leur ont permis d’établir un modèle de mécanisme de 
déstabilisation de la membrane due à l’EDTA. Cette molécule s’insérerait au niveau des têtes 
polaires, ce qui induirait un réarrangement lipidique et donc une courbure à la membrane. La 
membrane serait alors rendue perméable et des vésicules lipidiques s’en détacheraient. Cet 
effet expliquerait l’entrée spontanée de l’EDTA dans les GUVs. 
 Pour notre approche, l’observation d’importance est que cette entrée est lente par rapport 
aux temps caractéristiques associés à l’électroperméabilisation. 
 
 Entrée de l’EDTA dans les GUVs suite à l’application d’un champ électrique 
 L’entrée d’EDTA est étudiée suite à l’application du champ électrique. On observe ici une 
diminution de l’intensité de fluorescence à l’intérieur des GUVs due à une chute du calcium 
libre. Cette diminution de fluorescence est associé à un saut d’intensité puis à un palier 


















 Figure 25 : Evolution  des différences d’intensité de fluorescence d’un GUV de 56 µm de diamètre 
(Soustraction de l’image prise avant toute application de champ électrique par l’image prise après application 
d’un champ électrique = ∆I = I0-I) en fonction du champ électrique appliqué, le tampon de pulsation contenant 
100 µM d’EDTA. 
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 Suite à l’application d’un champ électrique, on observe une diminution brutale d’intensité 
puis une stabilisation. L’entrée spontanée de l’EDTA étant lente, l’électropulsation de la 
vésicule provoque une entrée plus rapide de l’EDTA, d’où le « saut » d’intensité. Les 
expériences, effectuées dans différentes gammes d’amplitude de champ électrique, montrent 
que, quel que soit le champ électrique appliqué, ce phénomène est observé pour des champs 
électriques faibles, voisin de quelques V/cm. La membrane lipidique étant perméabilisée par 
la présence de l’EDTA, l’application du champ électrique ne fait qu’amplifier cet effet et c’est 
pourquoi on ne détecterait pas de seuil de perméabilisation. La membrane est juste plus ou 
moins perméable dans ce cas précis. 
 
 On observe enfin, après l’entrée de l’EDTA, un palier pour un ∆I/I0 compris entre 0,5 et 0,8. 
Ce palier montre qu’il y a saturation. Lorsque le calcium libre s’est équilibré entre l’extérieur 
et l’intérieur des GUVs, on obtient un système à l’équilibre. Cet équilibre est atteint plus 
rapidement à l’aide des impulsions de champ électrique. 
 
 L’utilisation de l’EDTA pour détecter un seuil d’électroperméabilisation n’est pas 
exploitable du fait de son entrée spontanée due à une fluidification et une déstabilisation de 
la membrane. 
 Une autre méthode utilisant l’entrée d’ions manganèse dans les GUVs est alors utilisée 
dans la suite. 
 
5- Détermination du seuil de perméabilisation par mesure de l’entrée 
d’ions manganèse 
 Les cations divalents tels que le manganèse mis en présence des complexes CaGr2-Ca2+ 
entrent en compétition avec le calcium pour se fixer sur le site de fixation du fluorophore. 
L’affinité du CaGr2 avec le Mn2+ est plus élevée que celle avec le Ca2+ (Kd (Mn2+/CaGr2) ≈ 10 
nM). Le complexe CaGr2-Mn2+ étant moins fluorescent que le complexe CaGr2-Ca2+, on 
attend alors lors de la mise en présence du manganèse avec le complexe une diminution de 
l’intensité de fluorescence (Korkotian and Segal 1997). Les variations d’intensité de 
fluorescence lors de l’entrée du manganèse dans le GUV vont permettre de visualiser leur 
perméabilisation. 
 Dans nos conditions expérimentales, les GUVs contiennent 1,5 µM de CaGr2 et le tampon 
externe, 2 mM de manganèse. 
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 Entrée spontanée du manganèse dans les GUVs 
 L’entrée spontanée du manganèse dans les GUVs est étudiée au cours du temps. Celle-ci est 
linéaire et est observée pour 50% des GUVs. L’évolution de la fluorescence de quatre GUVs 















 Figure 26 : Etude de l’entrée spontanée du manganèse dans les GUVs. On observe l’évolution  de la chute de 
fluorescence des GUVs (Soustraction de l’image prise au temps t = 10 min par l’image prise au temps t (>10 
min) = ∆I = I0-I) en fonction du temps. 
  
 Ainsi, la moitié des GUVs présentent une entrée spontanée du manganèse. L’autre 
population est imperméable au manganèse dans les gammes de temps où nous nous plaçons. 
Ces comportements différents pourraient être dus au fait que, lors de l’électroformation, tous 
les GUVs ne sont pas formés avec la même tension membranaire. Selon la tension des GUVs, 
il est alors possible pour ce système particulier d’avoir ou non une entrée spontanée. 
Cependant, pour tous les GUVs, l’entrée de manganèse (chute de fluorescence) est un 
processus lent en regard de l’électroperméabilisation. 
 
 Entrée du manganèse dans les GUVs suite à l’application d’un champ électrique 
 Le protocole pour suivre l’entrée du manganèse suite à l’application d’un champ électrique 
est le suivant. Dans un premier temps, on vérifie s’il y a ou non entrée spontanée du 
manganèse dans le GUV considéré en prenant une image au temps t = 0 s puis une image au 
temps t = 1 minute. L’électroperméabilisation ne sera étudiée que sur des GUVs 
imperméables aux ions. On applique aux GUVs 10 impulsions électriques de durée 100 µs 
espacées d’1s et d’amplitude croissante. On observe ici une diminution de l’intensité de 
fluorescence à l’intérieur des GUVs à partir d’une certaine valeur de champ électrique puis un 
palier (Figure 27). Sur la figure ci-dessous, ∆I est la soustraction de l’image prise avant toute 
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application de champ électrique par l’image prise après application d’un champ électrique, 




















 Figure 27: Evolution  des différences d’intensité de fluorescence d’un GUV (Soustraction de l’image prise 
avant application de champ électrique par l’image prise après application d’un champ électrique = ∆I = I0-I) en 
fonction du potentiel transmembranaire appliqué, le tampon de pulsation contenant 2 mM de manganèse. 
  
 L’entrée de manganèse a lieu pour un champ électrique seuil. Le potentiel 
transmembranaire seuil pour lequel il y a électroperméabilisation pour un GUV est calculé 
grâce à l’équation [11]. Notons que le temps de charge τC est beaucoup plus court en raison de 
la présence de manganèse. Le potentiel transmembranaire seuil obtenu avec cette méthode de 
détection est en moyenne de 6 ± 1 mV. 
 
 Le seuil d’électroperméabilisation détecté par cette méthode originale est nettement 
inférieur à ceux obtenus avec les méthodes décrites précédemment. Cette méthode de 
détection est donc particulièrement précise en termes de sensibilité à l’évènement. 
 
6- Discussion 
 Quatre méthodes différentes de détection du  seuil d’électroperméabilisation de GUVs ont 
été décrites dans ce chapitre. Seules deux d’entre elles révèlent l’électroperméabilisation. 
E 
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 Les différentes méthodes représentent en fait différentes résolutions de détection, l’étude par 
observation de la diminution en taille des GUVs étant la moins résolutive et l’étude par la 
fuite du manganèse étant la plus résolutive. En effet, dans la première technique, en contraste 
de phase, on n’observe pas réellement le processus d’électroperméabilisation, on observe une 
diminution du diamètre des GUVs due à une déstabilisation complète du système lipidique. 
La perte de lipides est un évènement catastrophe due à une perméabilisation trop importante. 
Le champ électrique appliqué nécessaire pour visualiser ce phénomène est d’environ 1500 
V/cm. Cette perte membranaire n’est pas observée avec les autres approches où il n’est pas 
nécessaire d’appliquer des champs électriques aussi importants pour détecter une 
perméabilisation. Dans le cas de la fuite du CaGr2, un potentiel transmembranaire de 187 ± 
24 mV est nécessaire à la visualisation de la perméabilisation de la membrane. Enfin, en ce 
qui concerne la fuite du manganèse, des potentiels de quelques dizaines de mV permettent 
déjà d’observer la perméabilisation. 
 Il est possible d’estimer la taille de la molécule de CaGr2 et la taille de l’ion manganèse. 
Ces tailles approximatives sont calculées en considérant les valeurs des différents rayons 
covalents qui permettent de déterminer la distance entre chaque atome. Le rayon de Van der 
Waals est utilisé pour estimer l’encombrement des atomes à chaque bord. Dans le cas du 
manganèse, les ions sont hydratés. La forme hydratée en solution est [Mn(H2O)6]2+. Le 
diamètre d’encombrement du manganèse peut donc être estimé à 0,890 nm. Le diamètre 
d’encombrement de la forme non hydratée du manganèse peut être estimé à 0,3 nm. 
Concernant la molécule de CaGr2, sa taille peut être estimée à 1,62 x  1,78 nm. Un facteur 2 
entre les tailles du CaGr2 et du Mn2+ est ainsi obtenu. Lorsqu’une membrane est 
électroperméabilisée, l’échange de molécule à travers la membrane s’effectue grâce à la 
création de défauts dans la membrane. Le fait d’obtenir un champ électrique plus faible pour 
observer l’entrée de manganèse, que pour observer la sortie du CaGr2, suggère que la taille 
des défauts est sous le contrôle du potentiel transmembranaire. 
 L’effet de différence de résolution selon les méthodes de détection s’explique. Dans la 
méthode en contraste de phase, on observe une perte de matériel et donc un réarrangement 
important de la membrane plasmique, ce qui nécessite d’apporter une forte énergie au 
système. La méthode visant à regarder la fuite du CaGr2 nécessite une énergie à apporter au 
système plus faible puisqu’on désorganise moins la membrane que précédemment, mais elle 
nécessite une énergie suffisante pour perméabiliser la membrane de sorte qu’elle laisse passer 
cette molécule de taille relativement grande comparée à la taille d’un ion. Enfin, la méthode 
d’observation de fuite du manganèse nécessite d’apporter une énergie moindre au système 
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puisque la perméabilisation doit être plus faible que précédemment, le manganèse étant 
nettement plus petit que le CaGr2.    
 Dans le tableau 1 présenté dans l’introduction générale (page 39), les vésicules 
multilamellaires (MLVs) d’Egg–PC en présence ou non de cholestérol présentent une valeur 
seuil d’environ 270 mV (Raffy and Teissie 1999). Dans l’étude effectuée ici, nous avons 
obtenu pour des vésicules d’Egg-PC une valeur seuil d’environ 6 mV. La méthode utilisée par 
Raffy et al. est la fuite de la calcéine, molécule de taille 0,91 x 1,11 nm. La molécule de 
détection étant d’une taille intermédiaire entre le manganèse et le CaGr2, la prédiction serait 
de trouver un seuil intermédiaire. Cependant, les vésicules étant multilamellaires, elles 
nécessitent plus d’énergie pour être déstabilisées. 
 Dans le tableau 1 (page 39), on retrouve une valeur seuil de 225 mV pour des vésicules 
unilamellaires de DPPC en phase gel (Teissie and Tsong 1981). La multilamellarité n’est 
donc ici pas une limite pour la déstabilisation. Dans ce cas, la méthode de détection employée 
était la fuite de saccharose, molécule de 1,14 x 2,46 nm. La molécule de détection étant d’une 
taille semblable à celle du CaGr2, la prédiction serait de trouver un seuil proche. Cependant, 
les vésicules étant en phase gel, elles nécessitent plus d’énergie pour être déstabilisées. 
 
 La résolution de la détection du seuil d’électroperméabilisation dépend donc du 
phénomène observé et de la sonde utilisée.  
 
7- Conclusion 
 Nous avons montré que le seuil de perméabilisation dépendait fortement de la méthode 
utilisée pour le déterminer. La détermination de ce seuil s’effectue généralement par le 
passage transmembranaire de molécules. Or nous avons vu ici que la taille de ces molécules a 
un effet sur le seuil de perméabilisation détecté. En effet, pour faire passer un ion à travers la 
membrane, il n’est pas nécessaire de perturber l’organisation membranaire de manière aussi 
forte que pour faire passer une molécule fluorescente de plus grande taille. Lorsque l’on parle 
de perméabilisation, il est donc nécessaire de préciser à quelle molécule la perméabilisation 
s’effectue. Le seuil doit être mesuré en fonction de cette molécule. La méthode de détection a 
donc un effet sur les valeurs détectées. Cette conclusion est critique pour un travail comparatif 
sur les conclusions de différentes estimations. 
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 Ces résultats ne sont pas surprenants du fait qu’ils ont déjà été observés par différents 
groupes sur des systèmes cellulaires (Kinosita and Tsong 1977; Rols and Teissie 1998; 
Pakhomov, Bowman et al. 2009). En 1977, Kinosita et Tsong ont travaillé sur 
l’électroperméabilisation d’érythrocytes (Kinosita and Tsong 1977). Ils ont montré que la 
perméabilité de cellules électropulsées diminuait lorsque la taille des molécules transférées 
augmentait. En 2009, Pakhomov et al. (Pakhomov, Bowman et al. 2009) ont montré sur des 
cellules CHO et GH3 soumises à un champ électrique nanopulse haute tension que l’entrée 
des ions s’effectuait pour des intensités de champ électrique significativement plus basses que 
pour l’entrée de l’iodure de propidium. Le seuil du potentiel transmembranaire obtenu pour 
l’entrée de divers ions par différents groupes est compris entre 500 mV et 1,5 V d’après 
l’équation de Schwan (Kinosita and Tsong 1977; Gabriel and Teissie 1999). Ces valeurs sont 
bien au-delà de celles obtenues dans les expériences ci-dessus. Cependant, ces valeurs ont été 
mesurées sur des systèmes cellulaires qui ne sont pas des systèmes homogènes de lipides 
comme dans le cas des GUVs présentés ici. Ils contiennent un grand nombre de lipides 
différents et de protéines. Cette complexité entraîne la difficulté de comparaison des valeurs 
seuil entre ces deux systèmes. 
 
 Dans les années 80, E. Neumann avait émis l’hypothèse qu’il n’y avait pas de seuil de 
perméabilisation. Aujourd’hui, nous validons expérimentalement cette théorie puisque 
nous observons que le « seuil » de perméabilisation dépend de la molécule devant traverser 
la membrane. Si la molécule pouvait être infiniment petite, il n’y aurait en effet pas de seuil 
d’électroperméabilisation. Ce sont les tailles des molécules utilisées pour la détection qui 
limite notre point de vue à ce sujet. 
 Cependant, l’effet de la sonde n’est pas l’unique explication, le seuil 




 Nous venons de valider une méthode originale et particulièrement résolutive permettant 
d’étudier l’électroperméabilisation. Cette approche a été utilisée de façon systématique pour 
déterminer le champ électrique critique d’électroperméabilisation de vésicules lipidiques de 
différentes compositions. 
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1- Comparaison de différentes compositions lipidiques 
 Des GUVs de différentes compositions, et donc d’états de phase différents, sont 
électroformés: Egg-PC, Egg-PC avec 5% de cholestérol, Egg-PC avec 30% de cholestérol, 
DOPC, POPC, POPC avec 5% de cholestérol, POPC avec 30% de cholestérol, DMPC et 
DPPC. Ces GUVs sont formés en phase fluide en présence de CaGr2. Chargés avec le 
complexe CaGr2-Ca2+, ils sont donc fluorescents.  
 Suite aux études préalables, l’entrée du manganèse due à l’application du champ électrique 
est visualisée pour ces GUVs de différentes compositions. On mesure le champ électrique 
seuil de perméabilisation en fonction du diamètre des GUVs à une température de 17°C quelle 
que soit la composition considérée. Au préalable, on vérifie s’il y a ou non entrée spontanée 
du manganèse dans le GUV considéré en prenant une image au temps t = 0 s puis une image 
au temps t = 1 minute. On observe ensuite l’intensité de fluorescence à l’intérieur des GUVs 
et on détecte le champ électrique pour lequel il commence à y avoir diminution d’intensité 
suite à l’entrée de manganèse.  
 On calcule ensuite pour chaque GUV le potentiel transmembranaire seuil ∆Ψp pour lequel il 
y a électroperméabilisation en utilisant l’équation [11].  
 Les potentiels transmembranaires, donnés dans le tableau 2, sont déterminés pour chaque 
GUV dans les différentes compositions.  
  
Composition des GUVs ∆Ψp (mV) 
Egg-PC 6 ± 1 
Egg-PC + 5% Chol 5,0 ± 0,3 
Egg-PC + 30% Chol 4,8 ± 0,4 
DOPC 6,1 ± 0,4 
POPC 6,0 ± 0,3 
POPC + 5% Chol 5,3 ± 0,3 
POPC + 30% Chol 158 ± 25 
DMPC 22 ± 4 
DPPC 20 ± 3 
 
 Tableau 2 : Potentiels transmembranaires moyens déterminés pour chaque composition lipidique de GUVs. 
Pour chaque composition lipidique, la moyenne est effectuée sur une vingtaine de GUVs. 
 
 Le tableau 1 présent dans l’introduction générale (page 39) recense les différentes valeurs 
du potentiel transmembranaire seuil induit donné dans la littérature. Ce seuil se situe autour de 
200 mV. On observe ici que, excepté pour le POPC avec 30% de cholestérol, les valeurs 
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obtenues sont beaucoup plus faibles. Cependant, ces travaux antérieurs n’ont pas utilisé la 
méthode au manganèse pour évaluer le seuil. 
 
 Le potentiel transmembranaire seuil d’électroperméabilisation dépend de la composition 
lipidique des vésicules étudiées. Un effet de l’organisation membranaire peut donc avoir un 
rôle dans le processus d’électroperméabilisation. 
 
2- Effet de l’organisation membranaire 
 On remarque tout d’abord que dans le cas des longueurs de chaîne hydrophobe explorées 
(C14 à C18), il n’y a pas d’effet de longueur de chaîne hydrophobe. Les défauts créés ne 
dépendent donc que des états de phase des lipides. 
 Toutes les expériences, quelles que soient les compositions lipidiques, ont été effectuées à 
17°C. En ce qui concerne l’Egg-PC, quelle que soit la quantité de cholestérol ajoutée, le 
système se trouve en phase fluide. Il n’a en effet jamais été décrit de transition de phase dans 
des systèmes d’Egg-PC du fait du grand nombre d’espèces lipidiques différentes dans ce 
mélange. Les GUVs composés de POPC et de DOPC sont également en phase fluide puisque 
leur température de transition de phase est inférieure à 17°C (-2°C pour le POPC et -20°C 
pour le DOPC). Les GUVs composés de DMPC et de DPPC sont en phase gel puisque leur 
température de transition de phase est supérieure à 17°C. En ce qui concerne les systèmes 
composés de POPC et de cholestérol, le diagramme de phase suivant (Figure 28) montre 
qu’avec 5% de cholestérol, le système est en phase ld alors qu’avec 30% de cholestérol, le 















 Figure 28 : Diagramme de phase partiel du mélange POPC – cholestérol (Hsueh 2007). Les points bleus 
correspondent aux conditions expérimentales utilisées ici. 
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 Les résultats obtenus sont rassemblés dans le graphique ci-dessous (Figure 29). On observe 






















 Figure 29 : Effet de la composition lipidique des GUVs sur le potentiel transmembranaire seuil. Les valeurs 
moyennes sur trente GUVs sont obtenues grâce à la méthode de visualisation d’entrée du manganèse sur 
différents systèmes lipidiques.  
 
 On observe que les GUVs se trouvant en phase fluide se perméabilisent à des champs 
électriques plus faibles que ceux en phase gel. En effet, pour l’ensemble des lipides en phase 
fluide testés, la valeur du potentiel transmembranaire permettant la perméabilisation est très 
faible. On peut penser qu’une déstabilisation est plus facile pour une phase fluide dans 
laquelle les chaînes d’acides gras sont moins ordonnées avec une compacité plus faible 
comparée à une phase gel plus dense et plus compacte. On peut noter en outre qu’il ne semble 
pas y avoir d’effet de longueur de chaîne hydrophobe. Une même valeur de potentiel 
transmembranaire seuil a été mesurée pour les deux lipides en phase gel (DPPC et DMPC). 
  
 Suivant cette logique, sachant que le cholestérol est connu pour rigidifier une phase fluide,  
on pourrait s’attendre à perméabiliser plus difficilement (valeur seuil plus haute) la phase 
lipidique si on ajoute du cholestérol ou lorsqu’on atteint une phase lo. Il a été en effet montré 
par différents groupes que l’ajout de cholestérol augmentait le seuil d’électroperméabilisation 
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des membranes (Kakorin, Brinkmann et al. 2005). Il a été montré que ce seuil augmentait 
significativement lorsque la quantité de cholestérol dépassait 10% (mol/mol) (Fernandez, 
Marshall et al.; Needham and Hochmuth 1989; Koronkiewicz and Kalinowski 2004). Pour 
vérifier nos hypothèses et comparer nos données à celles de la littérature, nous avons testé des 
mélanges POPC – cholestérol. Comme le montre la figure 29, dans le mélange POPC avec 
5% de cholestérol, le potentiel transmembranaire seuil est sensiblement le même que pour le 
POPC seul. Avec 30% de cholestérol, quand le système se trouve maintenant en phase ld+lo, 
on observe une forte augmentation du potentiel transmembranaire. Ainsi, on n’observe une 
forte augmentation du potentiel transmembranaire que lorsque la quantité de cholestérol est 
suffisante pour induire un changement d’état de phase.  
 
 En conclusion, seuls l’état de phase et la méthode de détection jouent un rôle dans la 
valeur du potentiel transmembranaire seuil d’électroperméabilisation. 
 
3- Comparaison avec les résultats de la littérature 
 Dans le tableau 1, on retrouve une valeur seuil de 225 mV pour des vésicules unilamellaires 
de DPPC en phase gel (Teissie and Tsong 1981). La différence de formation et de taille des 
vésicules entre les vésicules de DPPC de Teissié et Tsong, 1981 et les vésicules géantes 
décrites ici pourrait expliquer une différence de potentiel transmembranaire seuil. En effet, il a 
été montré que dans le cas de petites vésicules unilamellaires (SUVs) de DPPC, l’ANS, 
molécule amphiphile fluorescente, lorsqu’elle est insérée dans une membrane, s’insère dans la 
membrane lipidique et fluoresce (Teissie 1987). L’insertion spontanée de cette molécule peut 
être expliquée par le fait qu’en phase gel, les SUVs ne sont pas des sphères mais une 
juxtaposition de bicouches lipidiques planes. La jonction entre ces facettes serait alors une 
assemblée désordonnée de lipides. Les SUVs en phase gel contiendraient donc des défauts. 
Dans ce même article, il a été montré que dans le cas de larges vésicules unilamellaires 
(LUVs), l’ANS ne s’insérait pas dans la membrane, ce qui indiquerait l’absence de défauts 
dans ces systèmes. Dans cette interprétation, il faut prendre en compte le fait que les LUVs 
ont été formés en présence de détergent. Or, malgré le retrait du détergent, il est possible qu’il 
reste quelques molécules de détergent dans la membrane. Ces molécules modifieraient donc la 
cohésion des molécules de DPPC et permettrait une courbure uniforme de la vésicule qui ne 
contiendrait alors pas de défauts et une forte compacité des lipides. 
 Dans le cas des vésicules de DPPC de Teissié et Tsong, 1981, elles ont également été 
formées en présence de détergent. Elles ne contiendraient donc pas de défauts. Les GUVs en 
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phase gel utilisés dans cette étude sont formés par électroformation et donc en l’absence de 
détergent. De la même façon que pour les SUVs détaillées précédemment, les GUVs en phase 
gel utilisés ici ne seront pas des sphères parfaites mais des juxtapositions de bicouches 
lipidiques planes. Ils contiendraient alors des défauts qui faciliteraient 
l’électroperméabilisation de ces systèmes en phase gel. Nous observons en effet que ces 
GUVs ne sont pas parfaitement sphériques mais présentent des points angulaires (Figure 30). 










 Figure 30 : Observation d’un GUV de DPPC en contraste de phase. 
 
 En ce qui concerne les vésicules multilamellaires (MLVs) d’Egg–PC et de DPPC en 
présence ou non de cholestérol, il a été obtenu une valeur seuil d’environ 270 mV par la fuite 
de calcéine (Raffy and Teissie 1999). Dans l’étude effectuée ici, nous avons obtenu pour des 
vésicules d’Egg-PC une valeur seuil d’environ 6 mV et pour des vésicules de DPPC, une 
valeur seuil d’environ 20 mV. La perméabilisation est étudiée sur des systèmes de vésicules 
multilamellaires. Le grand nombre de couches lipidiques composant ces vésicules augmente 
la stabilité du système, les couches inférieures pouvant jouer le rôle de stabilisateur. Il est 
intéressant de noter que l’ajout ou non de cholestérol dans les vésicules d’Egg-PC ne modifie 
pas la valeur seuil de perméabilisation, ce qui confirme nos résultats. D’autre part, dans les 
vésicules de DPPC, il a été montré que lorsque l’ajout de cholestérol modifie l’état de phase 
des vésicules (Figure 31), il y a modification de la valeur seuil d’électroperméabilisation. On 
observe sur la figure 31 que sans cholestérol, à 21°C, le DPPC est en phase gel.  Pour 12% et 
29% de cholestérol, les vésicules sont en phase s0 + l0. Ainsi, l’ajout de cholestérol dans le 
DPPC désorganise le système lipidique, ce qui explique la diminution du champ électrique 
seuil nécessaire à la perméabilisation du système lors de la présence du cholestérol. Les 
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variations des résultats obtenus pour les MLV d’Egg-PC et de DPPC en présence ou non de 













Figure 31 : Diagramme de phase du mélange DPPC – cholestérol. 
  
 Dans le cas des cellules CHO (par la méthode de pénétration du bleu trypan) (Teissie and 
Rols 1993), des protoplastes (Halfmann, Röcken et al. 1982) et des films noirs (par la 
méthode de mesure de courant à travers la membrane) (van Uitert, Le Gac et al. 2010), il a été 
mesuré un seuil voisin de 200 mV, nettement supérieur (de 10 à 40 fois) aux seuils déterminés 
ci-dessus (excepté pour le POPC avec 30% de cholestérol). Des contraintes sur la membrane 
induisent sa rigidification qui peut rendre la perméabilisation plus difficile comparée à un 
système de vésicules. Dans le cas des cellules, des contraintes sont dues au cytosquelette et au 
cholestérol alors que dans le cas des films noirs, elles sont dues au fait que la bicouche est 
attachée à ses extrémités.  
 Les membranes de ces systèmes sont donc plus contraintes que les membranes des vésicules 
et la déstabilisation des lipides devient difficile comparé à un système pouvant fluctuer plus 
librement tels que les GUVs. 
 
 L’application d’un champ électrique sur un édifice membranaire entraîne sa 
perméabilisation et donc la création de défauts membranaires dans la bicouche de lipides. 
L’ampleur de cette désorganisation lipidique dépend non seulement des paramètres 
électriques utilisés (nombre d’impulsions, intensité du champ électrique, durée des 
impulsions), mais également de la composition lipidique. Ainsi, le seuil critique de 
perméabilisation dépend fortement du système membranaire avec lequel on travaille. Il est 
nécessaire de déterminer ce seuil pour chaque système. De plus, il faut être attentif à la 
comparaison de données entre deux systèmes. Par exemple, il n’est pas possible de 
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comparer les valeurs obtenues sur GUVs avec celles obtenues sur cellules, les cellules étant 




 Comme nous l’avons mentionné dans l’introduction générale, S. Kakorin et E. Neumann 
(Kakorin and Neumann 1998) ont proposé  que le mécanisme d’électroperméabilisation 
s’effectuait en deux phases (Figure 13). La première étape consiste en une déformation très 
rapide de la vésicule (de l’ordre de la µs) à volume constant et avec une augmentation de 
surface due à la création de défauts provenant de la diminution de densité des lipides du fait 
de la déstabilisation de leur organisation. Cette première étape est caractérisée par 
l’électroviscoélasticité, la tension de surface et les forces de Maxwell de la membrane. Dans 
la deuxième étape, plus lente (de l’ordre de la ms), le processus de déformation des vésicules 
est simultané avec un changement de volume des vésicules. Etant donné que les vésicules 
utilisées dans nos expériences se trouvent en condition d’hyper-osmolarité, il y aurait un flux 
du tampon externe, et donc des ions manganèse, à travers la membrane. Cet effet entraînerait 
alors l’augmentation de volume observée expérimentalement. Dès que les gradients de 
concentrations sont annulés, il y aurait ensuite échange de tampon externe et interne sans 
changement de volume. Juste après la fin de l’impulsion électrique, l’état de perméabilisation 
persiste pendant 164 ms (Tekle, Astumian et al. 2001). A la suite de cette durée, la vésicule 
revient dans son état initial imperméable et à sa surface et son volume initiaux. 
 De plus, un phénomène de perte lipidique due à l’application du fort champ électrique a 
également été observé sur des vésicules géantes (Tekle, Astumian et al. 2001; Portet, Camps i 
Febrer et al. 2009).  
 Enfin, des déformations ont été observées lors de l’application de champs électriques sur 
des GUVs (Dimova, Riske et al. 2007). 
 
 Dans l’objectif de déterminer un mécanisme potentiel d’électroperméabilisation, nous avons 
déterminé si dans les conditions électriques perméabilisantes aux ions manganèse pour le 
système POPC nous observons des changements de surface et de volume des GUVs,  une 
perte de matériel membranaire et une déformation des GUVs. 
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1- Changement de surface et de volume pendant l’application du 
champ électrique 
 Dans le but de visualiser des changements de surface ou volume de vésicules lipidiques, 
nous avons mis en place un montage permettant d’enregistrer des images pendant l’impulsion 
électrique. 
 Ce montage original est décrit en détails dans la partie Matériel et Méthodes. Nous en 
donnons ici le principe. 
  Nous souhaitons visualiser la forme de la vésicule à la fin de l’impulsion électrique dont la 
durée est de 100 µs. Une diode électroluminescente installée sur le trajet de transmission du 
microscope est contrôlée pour ne s’allumer que pendant les 10 dernières µs de l’impulsion 
(Figure 32). La caméra, elle aussi contrôlée pour se déclencher au même moment, 
n’enregistrera que les 10 µs pendant lesquelles le faisceau lumineux de la diode éclairera la 













 Figure 32 : Principe du montage pour la visualisation de vésicules pendant une durée de 10 µs. Le signal rouge 
est celui du générateur d’impulsions électrique ; il délivre ici une impulsion de durée 100 µs. Le signal vert est 
celui envoyé par le générateur contrôlant la diode électroluminescente. La diode est donc allumée avant 
l’impulsion électrique pendant une durée de 10 µs puis pendant les 10 dernières µs de l’impulsion électrique. 
L’échelle des ordonnées est arbitraire, elle a été choisie pour visualiser les deux signaux sur le même graphe. 
 
 Dans les expériences décrites précédemment, une image du GUV est prise avant application 
du champ électrique et une image est prise pendant les dix dernières microsecondes de 
l’impulsion électrique. Sur ces deux images est mesuré le rayon du GUV correspondant. Les 
  
t (µs) 
10 µs 10 µs 
100 µs 
U (V) 
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surfaces (4pir²) et volumes (4pir3/3) avant et à la fin de l’impulsion électrique sont alors 
comparés pour une trentaine de GUVs (Figure 33). Notre hypothèse de calcul est que le GUV 











 Figure 33 : Différence de surface et de volume pendant l’application d’une impulsion électrique de 100 µs et 
de 20 V/cm. Les mesures de surface et volume ont été faites avant l’application de l’impulsion et à 90 µs de 
l’impulsion électrique.  
  
 La pente de la courbe de surface est de 1,12 ± 0,02 (R² = 0,99) et celle de la courbe de 
volume est de 1,20 ± 0,01 (R² = 0,99). Durant l’impulsion électrique, la vésicule lipidique 
subit donc une augmentation de surface membranaire de 12% ± 2% et une augmentation de 
volume de 20% ± 1%. 
 
 Il est intéressant de remarquer que Papahadjopoulos et al. (Papahadjopoulos, Jacobson et al. 
1973) ont montré que les transitions de phase des vésicules de phospholipides sont associées à 
une perméabilisation des membranes et une augmentation de surface des systèmes 
membranaires. Les aires moléculaires des lipides dans différents états de phase ont déjà été 
mesurées : ADPPC (50°C) = 63.0 Å² (Kucerka, Nagle et al. 2008), ADPPC (19°C) = 45.8 Å² (Tu, 
Tobias et al. 1996), ADMPC (30°C) = 60.6 Å² (Kucerka, Tristram-Nagle et al. 2005), ADMPC 
(10°C) = 47.2 Å² (Tristram-Nagle, Liu et al. 2002), APOPC (25°C) = 64 Å² (Leekumjorn and 
Sum 2007), APOPC (-13°C) = 59 Å² (Leekumjorn and Sum 2007). La transition de phase gel – 
fluide induit une augmentation de la surface membranaire. Pour des vésicules de DPPC et 
DMPC, l’augmentation est d’environ 25% et pour des vésicules de POPC, l’augmentation 
serait d’environ 8%. Cette augmentation moyenne de surface coïncide avec la 
perméabilisation des membranes lipidiques au moment de la transition de phase. Nous 
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pouvons remarquer que cette augmentation de surface lors des transitions de phase est proche 
de celle que nous venons d’observer pour l’électroperméabilisation. L’électroperméabilisation 
consistant en une désorganisation de la structure en bicouche, l’augmentation de surface due à 
ce processus est comparable à celle due à la transition de phase, consistant elle-aussi en une 
diminution de la densité lipidique. Il est donc possible de conclure que perméabilisation et 
augmentation de surface membranaire sont intimement liées (Cruzeiro-Hansson and 
Mouritsen 1988). 
 
 La perméabilisation, dans les conditions électriques de perméabilisation aux ions 
manganèse pour une phase fluide, produit une augmentation de surface de 12 ± 2% et une 
augmentation de volume de 20 ± 1%. La différence de surface est associée à la 
perméabilisation des vésicules et la différence de volume est due à l’entrée du tampon 
externe à l’intérieur de la vésicule du fait de la condition initiale d’hyperosmolarité. 
 Nous allons vérifier dans la suite que ces observations sont réversibles en étudiant la 
perte membranaire possible due au champ électrique. 
 
2- Perte membranaire des vésicules lors de l’application du champ 
électrique 
  
 Définition du problème 
 Nous étudions ici l’effet d’un champ électrique perméabilisant sur des vésicules composées 
de POPC dans un tampon externe contenant 2 mM de manganèse. 
 Tekle et al. (Tekle, Astumian et al. 2001) et Portet et al. (Portet, Camps i Febrer et al. 2009) 
ont observé, lors de l’application d’un champ électrique, une perte de matériel membranaire 
se traduisant par une diminution du diamètre des GUVs. Tekle et al. (Tekle, Astumian et al. 
2001) ont montré que pour des vésicules de DOPC soumises à une impulsion électrique de 1 
kV/cm et de durée 700 µS, des pertes lipidiques associées à la perméabilisation des GUVs 
avaient lieu. Environ 14% de la surface membranaire de la vésicule peut être perdue pendant 
la « formation du pore » ou la perméabilisation. Portet et al. (Portet, Camps i Febrer et al. 
2009) ont déterminé une perte membranaire de 20% pour des vésicules de DOPC marquées 
avec une analogue de lipide fluorescent et soumises à une impulsion électrique d’environ 300 
V/cm et de durée 5 ms. 
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 Observations 
 Dans les expériences décrites ci-dessus, une image du GUV est prise avant application du 
champ électrique et une image est prise après application du champ électrique perméabilisant. 
Sur ces deux images est mesuré le rayon du GUV correspondant. Les surfaces avant et après 
l’impulsion électrique sont alors comparées sous l’hypothèse que le GUV demeure une sphère 
(Figure 34). La pente de la courbe obtenue est 0,98 ± 0,03, ce qui montre qu’il n’y a pas de 
changement de surface avant et après l’impulsion. Il n’y a donc pas de perte lipidique suite à 












Figure 34 : Différence de surface avant et après l’impulsion électrique.  
  
 
 Dans les expériences décrites ci-dessus, aucun changement de surface n’a été détecté 
avant et après l’impulsion, ce qui implique qu’il n’y a pas de perte membranaire dans les 
conditions électriques de perméabilisation aux ions manganèse pour une phase fluide. Ceci 
implique également la réversibilité de la perméabilisation qui induisait une augmentation 
de surface.  
 
3- Déformation des GUVs lors de l’application du champ électrique 
  
 Définition du problème 
 Il a été montré que pour des GUVs en phase fluide, l’application du champ électrique 
conduit à des déformations importantes de la vésicule. Pour des conditions de rapport de 
conductivités inférieur à 1 (λin/λex < 1),  il a été montré que les vésicules géantes se déforment 
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légèrement en « oblate » (Dimova, Bezlyepkina et al. 2009). Il y a une faible compression de 
la vésicule parallèlement à la direction du champ électrique (Figure 16 C). Les expériences 
décrites précédemment ont été effectuées en présence de sel dans des conditions de 
conductivités telles que λin/λex = 0,036 (λex = 475 µS/cm) et dans des conditions de champ 
électrique telles que la durée de l’impulsion est égale à 100 µs et le champ électrique est de 20 
V/cm.  
 La déformation des GUVs peut avoir un effet sur le seuil critique de perméabilisation. En 
effet, s’il y a déformation, il y a déstabilisation de l’organisation membranaire et donc la 
perméabilisation peut être plus facile. 
  
 Observations 
 La méthode décrite précédemment et dans le Matériels et Méthodes permettant de prendre 
des images des vésicules pendant les 10 dernières µs de l’impulsion électrique est ici utilisée 
pour déterminer la présence ou non de déformations des GUVs dans les conditions de 
perméabilisation des GUVs de POPC (E = 20 V/cm et T = 100 µS). L’excentricité de chaque 
vésicule est ensuite calculée en faisant le rapport de sa taille prise perpendiculairement au 











 Figure 35 : Détermination des déformations des vésicules. Ici, les vésicules sont formées de POPC et soumises 
aux paramètres d’électroperméabilisation vus précédemment (E = 20 V/cm et T = 100 µS). 
 
 Quel que soit le diamètre des GUVs considérés (pour une trentaine de GUVs), leur 
excentricité pendant les 10 dernières µs de l’impulsion électrique est constante et égale à 1. 
 
 Les vésicules lipidiques ne se déforment donc pas dans les conditions électriques de 
perméabilisation aux ions manganèse pour une phase fluide. 
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4- Conclusion : hypothèse de mécanisme d’électroperméabilisation 
 
Nous venons de déterminer que les conditions électriques de perméabilisation aux ions 
manganèse pour une phase fluide n’entraînaient ni de perte membranaire, ni de déformation 
des vésicules. Par contre, nous avons pu mettre en évidence un gonflement qui entraîne des 
différences de surface et de volume pendant l’impulsion électrique (Figure 33). Notons que ce 
gonflement est réversible. 
 
 Nous allons chercher à évaluer le flux entrant pour voir sa compatibilité avec la surface 
perméabilisée déterminée expérimentalement. Dans le cas d’un GUV d’Egg-PC de 40 µm de 
diamètre, et considérant une concentration de 1,5 µM de CaGr2 à l’intérieur de la vésicule, le 
nombre de molécules de CaGr2 présentes dans la vésicule avant toute application du champ 
électrique est de 3,03x107. Après l’application d’un champ électrique perméabilisant, on 
observe une diminution de fluorescence de 31%. Le site internet de Molecular 
Probes/Invitrogen® donne les données suivantes : pour une même concentration, le complexe 
CaGr2-Mn2+ est moins fluorescent de 30% que le complexe CaGr2-Ca2+. En conséquence, on 
peut considérer que tout le CaGr2 complexable selon sa constante de dissociation est 
complexé au manganèse du fait d’une entrée massive de ces ions dans la vésicule. La figure 
27 montre que la totalité des ions manganèse nécessaires pour complexer tout le CaGr2 
présent à l’intérieur de la vésicule entre à un champ électrique donné. Au maximum, quatre 
ions manganèses peuvent se lier à une molécule de CaGr2. Donc, au moins 1,21.108 ions 
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 L’équilibre entre les CaGr2 libres, les ions manganèse libres et le complexe est donné par la 
constante de dissociation (Kd = 10 nM). Cette valeur permet de déterminer que 2.106 ions 
manganèse entrent dans la vésicule. Au total, 1,23.108 ions manganèse sont entrés dans le 
GUV. Tout d’abord, nous considérons la contribution électrophorétique dans le mécanisme 
d’entrée des ions manganèse. Comme le rayon des ions manganèse hydratés est de 0,445 nm, 
la plus petite surface pour les défauts membranaires permettant de laisser passer ces ions à 
travers la membrane est de 0,622 nm². La vitesse électrophorétique pour un ion peut être 
calculée en égalisant la force électrique (2eE, avec e la charge élémentaire et E l’intensité du 
champ électrique) et la force de friction (vf, avec v la vitesse électrophorétique et f le 
coefficient de friction). Ceci donne une vitesse de 1,5.10-5m.s-1. Les ions manganèse 
susceptibles d’atteindre la membrane lipidique par électrophorèse sont contenus dans un 
cylindre de surface de base de 0,622 nm² et de hauteur vt (avec v la vitesse électrophorétique 
et t la durée de l’impulsion électrique). 1,12.10-3 ions manganèse sont contenus dans ce 
cylindre. En conséquence, 1.1011 défauts d’une surface de 0,622 nm² seraient nécessaires pour 
que suffisamment d’ions manganèse entrent dans la vésicule pour complexer toutes les 
molécules de CaGr2. Comme 10 impulsions sont appliquées, le nombre de défauts peut être 
moyenné à 1.1010 défauts pour chaque impulsion de 100µs. Ce nombre de défauts représente 
une surface de 6,2.103 µm². La surface lipidique de la vésicule étant de 5,03.103 µm², le 
pourcentage de surface perméabilisée serait alors de presque 100%. Cependant, les 
expériences montrent une augmentation de surface de seulement 12 % à la fin de l’impulsion 
électrique (Figure 33). Donc la surface de perméabilisation maximale est de 12 % et la 
contribution de la diffusion des ions n’est pas négligeable ici et joue donc un rôle important 
dans le mécanisme d’entrée du manganèse dans les GUVs. Comme 1,23.108 ions manganèse 
doivent entrer dans la vésicule, une couche de volume 102 µm3 autour de la vésicule contient 
ce nombre d’ions. Pour traverser cette couche, la vitesse de diffusion des ions  doit être de 200 
µm.s-1. L’entrée des ions manganèse est donc contrôlée, d’une part, par l’électrophorèse et 
d’autre part, par leur diffusion. 
 Ces défauts lipidiques permettent un flux du tampon externe grâce à la pression 
hydrostatique de la force de Maxwell. En considérant un flux non turbulent, le volume du flux 
de l’électrolyte provenant de l’extérieur de la vésicule à travers les N défauts de rayon moyen 
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En intégrant cette équation, on obtient : 
( )τteVV −−∆≈∆ 10      [13] 
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=∆    [15] 
 
où ∆P est la surpression à l’intérieur de la vésicule, d l’épaisseur de la membrane, κ est la 
rigidité de courbure, η est la viscosité de l’eau dans les défauts, a est le rayon de la vésicule, 
ε0 est la permittivité électrique du vide, εw = 80,4 à 293 K, λm est la conductivité de la 
membrane, λex est la conductivité du tampon externe et E est l’intensité du champ électrique. 
 Dans le cas des expériences précédentes, on obtient τ-1 = 2,02.10-8 s-1 et ∆V0 = 2,04.10-2 
µm3. L’augmentation de volume à la fin de l’impulsion électrique de 100 µs serait ∆V(100µs) 
= 4,08.10-5 nm3. Ce résultat est négligeable devant le volume de la vésicule. 
 Cependant, nous avons montré expérimentalement une augmentation de volume de 20% 
(Figure 33) pendant l’application de l’impulsion électrique. La théorie décrite ci-dessus 
concerne le cas d’une fuite de l’électrolyte contenu à l’intérieur de la vésicule. Or, dans nos 
expériences, du fait de la condition d’hyperosmolarité, seule une entrée de l’électrolyte 
externe peut avoir lieu. Cette entrée n’est pas parfaitement décrite par le modèle de Hagen-
Poiseuille. De plus, nous avons considéré dans le calcul que la conductivité de la membrane 
lipidique était négligeable. Or, comme les conditions pour lesquelles le calcul de volume vient 
d’être effectué sont des conditions perméabilisantes, cette conductivité est en réalité non 
négligeable. La valeur de ∆V0 obtenue est donc sous-estimée par rapport à la réalité. 
  La figure 37 donne l’hypothèse d’un mécanisme pour l’entrée du manganèse dans les 
GUVs. Lors de l’application du champ électrique, la vésicule se perméabilise et on observe 
une augmentation de surface membranaire. Du fait de cette perméabilisation et des conditions 
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hyperosmotiques créant un gradient de concentration, il y a entrée du tampon externe dans le 
GUV. Cette entrée de tampon permet l’entrée des ions manganèse et donc leur complexation 
avec les molécules de CaGr2. Ceci induit une augmentation de volume de 20% à la fin de 
l’impulsion électrique. Cependant, aucune déformation de la vésicule n’est observée. 
L’augmentation de surface maximale due à la perméabilisation a été mesurée à 12% à la fin 
de l’impulsion électrique. Lorsque l’impulsion électrique s’arrête, la membrane reste 
perméabilisée pendant une centaine de ms (Tekle, Astumian et al. 2001). Après cette durée, la 








 Figure 37: Schéma du mécanisme hypothétique de l’entrée des ions manganèse.  (a) Augmentation de la 
surface (de l’ordre de la µs) avec une entrée du tampon externe. (b) Augmentation du volume de la vésicule 
jusqu’à ce qu’il y ait échange entre les tampons externe et interne à volume constant. (c) La perméabilisation 
reste présente. (d) Retour de la vésicule à son état imperméable et à son volume initial. 
  
 Dans cette partie, nous avons caractérisé le phénomène d’électroperméabilisation. Nous 
avons montré qu’il dépendait de la composition du GUV et de la taille de la molécule 
devant traverser la membrane. Nous avons également déterminé un mécanisme possible 
pour ce processus. Nous retiendrons qu’il y a présence d’un état « gonflé » de la vésicule en 
fin d’impulsion. 
 












≈ µs ≈ 100 ms 







 Comme décrit dans l’introduction générale, la fusogénicité de deux systèmes lipidiques 
nécessite deux conditions : l’électroperméabilisation et le contact entre les membranes 
lipidiques (Neumann, Sowers et al. 1989). Maintenant que nous connaissons les seuils de 
perméabilisation, il devrait être possible de fusionner deux membranes après les avoir mises 
en contact. 
 D’après Neumann et al. (Neumann, Sowers et al. 1989), l’électroperméabilisation et le 
contact entre deux vésicules sont les conditions nécessaires pour engendrer la fusion entre 
deux systèmes membranaire soumis à une unique impulsion électrique. 
 Dans cette partie, nous conservons la durée d’impulsion à 100 µs comme cela est utilisé 
dans la majorité des travaux de fusion. Cependant, nous n’appliquerons plus qu’une seule 
impulsion électrique car il a été montré qu’une seule impulsion était suffisante pour créer un 
état fusogène de la membrane (Haluska, Riske et al. 2006). Une intensité du champ électrique 
perméabilisante sera appliquée aux systèmes membranaires. Sa valeur sera optimisée 
expérimentalement. 
 La caractérisation de l’électrofusion nous permettra de proposer un mécanisme pour ce 
processus. 
L’électrofusion de GUVs a été étudiée sur des GUVs de POPC non marqués, en contraste 
de phase et dans un tampon de pulsation contenant 260 mM de glucose, 1 mM d’Hepes et 
1mM de NaCl. 
Comme nous venons de le dire, la première étape nécessaire à l’électrofusion est la mise en 
contact des GUVs. Pour cela, nous utiliserons la méthode de diélectrophorèse. L’application 
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1- La diélectrophorèse 
 Il est nécessaire de mettre en contact les vésicules. Pour se faire, nous avons choisi d’utiliser 
une technique mécanique et non chimique pour ne pas perturber les interactions pouvant avoir 
lieu dans nos systèmes. La méthode utilisée ici est la diélectrophorèse. En appliquant un 
champ électrique sinusoïdal (AC) de fréquence suffisamment grande, il est possible de mettre 
en contact des vésicules membranaires (Pohl 1951; Pohl 1958; Stoicheva and Hui 1994). Les 
paramètres électriques utilisés dans notre étude pour appliquer la diélectrophorèse sont les 
suivants : un champ électrique de 180 V/cm perméabilisant et une fréquence de 1,7 MHz 
(Bertsche and Zimmermann 1988). Après environ 1 minute, on commence à voir se former 
des doublets de vésicules et après environ 3-4 minutes se forment des « colliers de perles » de 
plusieurs vésicules le long des lignes de champ électrique (Figure 38). Pour visualiser 
l’électrofusion, on se focalise principalement sur les doublets de GUVs présentant un 









Figure 38 : Effet de l’application d’un champ électrique AC de 180 V/cm et 1,7 MHz sur des vésicules de 
POPC marquées au niveau de la membrane avec 1% de Rh-PE. La diélectrophorèse provoque un alignement des 
GUVs le long des lignes de champ électrique. 
 
 La diélectrophorèse permet la mise en contact efficace des GUVs. Ceux-ci forment alors 
des colliers de perles alignés parallèlement le long des lignes de champ.  
 
2- L’électrofusion 
 Après mise en contact de deux vésicules en contact, la diélectrophorèse est arrêtée et une 
impulsion électrique est appliquée 1 s après l’arrêt de la diélectrophorèse. L’intensité du 
champ électrique est augmentée en partant de la valeur déterminée par 
l’électroperméabilisation au manganèse jusqu’à obtenir la fusion. L’intensité de champ 
électrique requise pour l’électrofusion est déterminée à 3 kV/cm. Une série de 500 images de 
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temps d’exposition 500 ms est enregistrée par l’intermédiaire de la caméra. Ces images 






 Figure 39 : Electrofusion de deux vésicules de diamètres 45 µm soumises à une impulsion électrique de 100 µs 
et d’intensité 3 kV/cm. 
  
 On observe que le processus de passage du doublet à la sphère finale est lent (3 min). Des 
durées de quelques secondes ont été obtenues par Haluska et al. (Haluska, Riske et al. 2006). 
Cette différence peut provenir des différences de systèmes membranaires utilisés ainsi que des 
différences d’osmolarité. 
 Nous avons remarqué qu’il n’est possible de faire fusionner que des GUVs de diamètres 
supérieurs à 30 µm. Les rayons des GUVs avant le processus de fusion et celui du GUV 
résultant sont mesurés.  
 
 L’électrofusion de deux vésicules en contact s’effectue pour des vésicules de diamètres 
supérieurs à 30 µm et pour un champ électrique voisin de 3 kV/cm.  
 
3- Variation de surface et volume lors de l’électrofusion 
 Nous cherchons à déterminer si le processus d’électrofusion entraîne des pertes ou gains de 
surfaces et volumes.  
 Les surfaces et volumes sont calculés à partir des rayons mesurés. La pente égale à 1 dans 
les mesures de surface montre que la surface membranaire est conservée lors de 
l’électrofusion (Figure 40 A). Cependant, la pente de 1,3 montre que le volume total 
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Figure 40 : (A) Mesures des surfaces des vésicules avant et après fusion. La pente de 1 montre que la surface 
totale est conservée lors de l’électrofusion. (B) Mesures des volumes des vésicules avant et après fusion.  
  
 Soient deux GUVs de rayons initiaux R1 et R2. Les résultats obtenus montrent que la somme 




























 Le volume final de la vésicule résultant de la fusion est :  ( )322213 3434 RRRV ff +== pipi  
 La somme des volumes initiaux des vésicules avant application de l’impulsion électrique 
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 On obtient ainsi une augmentation de volume d’environ 30%, ce qui correspond bien à ce 
que l’on doit attendre lorsqu’il n’y a pas de variation de surface. 
 
Nous avons pu fusionner des vésicules composées de POPC soumises à un champ 
électrique externe. Cette fusion induit une conservation de la surface membranaire donc 
une augmentation de volume de 30%. Aucune perte membranaire n’est observée lorsqu’il y 
a contact puis fusion. Cependant, seuls des GUVs de diamètres supérieurs à 30 µm ont pu 
être fusogènes. De plus, nous avons déterminé dans la partie précédente que le seuil de 


































































perméabilisation pour des GUVs de POPC était de 6 mV, ce qui donne un champ électrique 
perméabilisant de 4 V/cm pour des vésicules d’environ 30 µm. Or l’intensité du champ 
électrique nécessaire à l’électrofusion est de 3 kV/cm. 
 Dans l’objectif d’expliquer cette limite de taille et d’intensité du champ électrique, nous 
avons étudié deux autres sources de déstabilisation bien connue lors de l’application d’une 
impulsion électrique sur une vésicule lipidique : la perte de matériel membranaire (Portet, 
Camps i Febrer et al. 2009) et la déformation de la vésicule (Dimova, Bezlyepkina et al. 
2009).  
 Portet et al. (Portet, Camps i Febrer et al. 2009) ont observé une perte de matériel 
membranaire de 20% en surface pour des GUVs de DOPC contenant un analogue de lipide 
fluorescent pour une durée d’impulsion de 5 ms et d’intensité du champ électrique environ 
300 V/cm pour des vésicules isolées. 
 La perte de matériel membranaire est étudiée ici dans les conditions électriques 
d’électrofusion (t = 100 µs et E = 3 kV/cm). Dans les expériences décrites ci-dessous, une 
image du GUV est prise avant application du champ électrique et une image est prise environ 
1 s après application du champ électrique perméabilisant. Sur ces deux images est mesuré le 
rayon du GUV correspondant. Les surfaces avant et après l’impulsion électrique sont alors 










Figure 41 : Mesure des surfaces de GUVs avant et après l’impulsion électrique (R² = 0,99).  
 
 La courbe rose représentée sur les graphes correspond à la droite de pente 1. On observe que 
le changement de pente des deux ajustements linéaires se fait pour r² = 210 µm², ce qui 
correspond à un GUVs de diamètre 29 µm. La perte membranaire est donc effective pour des 
GUVs de diamètre supérieur à 29 µm. 
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 On observe que pour des GUVs de taille inférieure à 29 µm, la pente de l’ajustement est de 
0,98 ± 0,04. Aucune perte membranaire n’est donc observée pour ces GUVs. Cependant, la 
pente de l’ajustement obtenue pour des GUVs de taille supérieure à 29 µm est de 0,93 ± 0,01. 
La perte de matériel membranaire représente donc une perte de surface de 7%. On obtient un 
facteur 3 entre les expériences décrites par Portet et al. et nos expériences décrites ci-dessus. 
Pour comparaison, la durée de l’impulsion électrique utilisée par Portet et al. était 50 fois plus 
longue que celle utilisée ici alors que leur intensité du champ électrique est 10 fois plus faible.  
  
 L’intensité de champ électrique nécessaire à l’électrofusion entraîne une perte de matériel 
membranaire pour des GUVs de diamètre supérieur à 29 µm. La fusion ne s’effectuant que 
pour des valeurs de champs électriques de 3 kV/cm et pour des GUVs de diamètre supérieur 
à 30 µm indique que l’électrofusion membranaire nécessite des conditions de perte 
lipidique sur des vésicules isolées. Cette déstabilisation rentre alors en jeu dans le 
mécanisme de fusion. 
 
 
 Définition du problème  
 Il a été montré par différentes équipes que des déformations apparaissent lors de 
l’application d’un champ électrique. C’est le cas notamment pour des cellules (Friend, Finch 
et al. 1975), des liposomes (Kakorin and Neumann 1998) et des vésicules unilamellaires 
géantes (Riske and Dimova 2006; Dimova, Bezlyepkina et al. 2009).  Dimova et son 
équipe ont montré que la présence de sel dans la solution externe aux GUVs provoque un 
aplatissement des côtés des vésicules. Les vésicules prennent alors une forme cylindrique 
(Riske and Dimova 2006). De plus, selon la valeur du rapport des conductivités interne et 
externe, la déformation ne se fait pas dans le même sens. En effet, si λint/λext > 1, la 
déformation sera une élongation dans le sens du champ électrique alors que si λint/λext < 1, la 
déformation sera une compression parallèle à la direction du champ électrique. Dans le cas où 
λint/λext ≈ 1, il a été observé une forme similaire à un carré. 
 
 Nous venons de montrer que pour la perméabilisation au manganèse, cette déformation 
n’est pas visible. Celle-ci peut être présente dans les conditions induisant la fusogénicité des 
vésicules, ce qui expliquerait les intensités de champ électrique nécessaire à l’électrofusion. 
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 Dans cette partie, nous avons étudié et visualisé les effets du champ électrique en termes de 
déformations. Nous avons analysé l’effet de l’osmolarité ainsi que l’effet de la concentration 
en sel sur les déformations observées dans l’objectif de comprendre le mécanisme de ces 
déformations. 
 
1- Déformations de vésicules en fonction de l’osmolarité et de la 
quantité de sel dans le milieu extérieur 
 Nous avons étudié les déformations de vésicules composées de POPC avec différentes 
osmolarités et différentes quantité de sel dans le milieu externe des GUVs. Dans toutes les 
expériences décrites ci-dessous, nous nous sommes placés dans la condition λin/λex < 1 pour 
laquelle  il a été montré une compression de la vésicule parallèlement à la direction du champ 
électrique (Dimova, Bezlyepkina et al. 2009). 
 Les GUVs sont formés dans une solution de sucrose à 240 mM. Ils contiennent donc cette 
solution. Nous avons fait varier les concentrations des composés du tampon de pulsation 
extérieur aux GUVs. Les quantités de NaCl considérées sont 0 mM, 1 mM et 5 mM. La 
concentration de glucose dépend de la situation dans laquelle on se place : isoosmolarité, 
hypoosmolarité ou hyperosmolarité. Les résultats sont présentés dans les figures 42 à 44. 
 
 Absence de sel dans le milieu extérieur aux GUVs 










Figure 42 : Déformations obtenues pour des vésicules de POPC pour une impulsion électrique de 100 µs et de 
3 kV/cm et sans sel dans le tampon extérieur. La première ligne de graphes montre l’excentricité des vésicules en 
fonction de leur diamètre. (A) Conditions hypoosmolaires avec 230 mM de glucose. (B) Conditions 
isoosmolaires avec 240 mM de glucose. (C) Conditions hyperosmolaires avec 260 mM de glucose. 
A B C 
E 
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 On observe dans la figure 42, qu’en absence de sel dans le milieu extérieur et pour λin/λex < 
1, l’excentricité des vésicules reste constante de valeur moyenne égale à 1 quelle que soit la 
condition d’osmolarité. 
 










Figure 43 : Déformations obtenues pour des vésicules de POPC pour une impulsion électrique de 100 µs et de 
3 kV/cm et 1 mM de NaCl dans le tampon extérieur. La première ligne de graphes montre l’excentricité des 
vésicules en fonction de leur diamètre. (A) Conditions hypoosmolaires avec 228,3 mM de glucose. (B) 
Conditions isoosmolaires avec 238,4. mM de glucose (C) Conditions hyperosmolaires avec 258,3 mM de 
glucose. 
  
 On observe dans la figure 43, qu’avec 1 mM de NaCl dans le milieu extérieur, l’excentricité 
des vésicules varie en fonction de la taille des GUVs quelle que soit la condition d’osmolarité. 
L’excentricité a tendance à être constante (de valeurs moyennes égales à 1,25 ± 0,01 pour les 
conditions hypoosmolaires ; 1,26 ± 0,02 pour les conditions isoosmolaires et 1,40 ± 0,02 pour 
les conditions hyperosmolaires) pour des GUVs de diamètre inférieur à 30 µm, puis elle 
diminue pour des GUVs plus grands. On peut remarquer un certain aplatissement des pôles, 
notamment dans la condition d’hyperosmolarité. Cependant, les côtés perpendiculaires au 
champ électrique sont toujours convexes, mais d’amplitude moindre que lorsqu’il n’y avait 
pas d’ajout de sel. 
 
5 mM de sel dans le milieu extérieur aux GUVs 
 On observe dans la figure 44, qu’avec 5 mM de NaCl dans le milieu extérieur, l’excentricité 
des vésicules est d’une part plus importante qu’avec 1 mM de sel et d’autre part, qu’elle varie 
en fonction de la taille des GUVs quelle que soit la condition d’osmolarité. L’excentricité a 
A B C 
E 
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tendance à être constante (égale à 1,60 ± 0,05 pour les conditions hypoosmolaires ; 1,61 ± 
0,03 pour les conditions isoosmolaires et 1,69 ± 0,04 pour les conditions hyperosmolaires) 
pour des GUVs de diamètre inférieur à 30 µm, puis elle diminue pour des GUVs plus grands. 
On peut remarquer comme précédemment, un certain aplatissement des pôles, notamment 
dans la condition d’hyperosmolarité. Cependant, les côtés perpendiculaires au champ 
électrique sont maintenant eux aussi aplatis. On détecte ici une asymétrie des déformations. 
En effet, le côté des vésicules situé côté cathode est plus déformé que du côté anode Dans la 











Figure 44 : Déformations obtenues pour des vésicules de POPC pour une impulsion électrique de 100 µs et de 
3 kV/cm et 5 mM de NaCl dans le tampon extérieur. La première ligne de graphes montre l’excentricité des 
vésicules en fonction de leur diamètre. (A) Conditions hypoosmolaires avec 221,7 mM de glucose. (B) 





 Lors de l’application d’un champ électrique sur des systèmes vésiculaires, les lignes de 
champ sont déviées au niveau de la membrane pour contourner l’objet dans les zones non 
perméabilisées (Figure 45). Dans les zones perméabilisées, certaines lignes de champ 
traversent la vésicule et les autres sont déviées. Cependant, pour une durée de 100 µs, les 
surfaces perméabilisées étant faibles, peu de lignes de champ traversent la vésicule et les 
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 Figure 45 : Déviations des lignes de champ pour une vésicule soumise à un champ électrique extérieur dans 
des conditions non perméabilisantes. 
 
 Nous avons vu précédemment qu’il existait une double couche diffuse, ou couche de Gouy-
Chapman autour des vésicules lipidiques. Dans le cas des GUVs de POPC, le potentiel zêta 
étant très faible, le potentiel dans cette couche reste négligeable. Cependant, l’épaisseur de 
cette couche de Gouy-Chapman varie comme l’inverse de la concentration en sel présent dans 
le milieu externe. Plus il y a de sel, plus cette épaisseur est faible. Pour une concentration de 1 
mM en NaCl, on obtient une double couche d’épaisseur de 307 nm alors que pour une 
concentration de 5 mM, l’épaisseur est de 137 nm. Elle devient infiniment grande lorsque la 
concentration en sel est nulle. 
 L’application d’un champ électrique dans ce milieu externe chargé engendre une force de 
Coulomb qui met en mouvement les charges libres dans la couche diffuse. A l’approche de la 
vésicule, et donc au niveau de la couche de Gouy-Chapman, les lignes de champ électrique 
sont déviées et deviennent tangentielles à la membrane (Figure 46). Le mouvement des 
charges est alors parallèle à la membrane. Pour un ion, il est possible de calculer la force de 
Coulomb correspondante. L’expression de cette force est : 
EqF
rr
=       [16]  
avec q, la charge de l’ion considéré et E
r
, le champ électrique appliqué. Pour un ion Cl-, cette 
force vaut 4,8.10-14 N et pour un ion Na+ cette force vaut également 4,8.10-14 N mais elle est 
dirigée en sens inverse. La vitesse de ces ions peut être calculée en égalisant la force 
électrique (eE, avec e la charge élémentaire et E l’intensité du champ électrique) et la force de 
friction (vf, avec v la vitesse électrophorétique et f le coefficient de friction). Ceci donne une 
vitesse de 0,014 m.s-1 pour les ions Cl- et de 0,011 m.s-1 pour les ions Na+. Cette différence de 
vitesse provient de la différence de taille entre ces deux ions qui induit une différence de 
coefficient de friction.   
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 Le mouvement des charges, via les liaisons visqueuses, entraîne alors le fluide  
parallèlement à la membrane. Ce mouvement de fluide induit donc une contrainte de 
cisaillement sur la membrane. Plus la concentration en ions est grande, plus le nombre d’ions 
présents dans la couche de Gouy-Chapman est grand, plus le nombre de charges mises en 
mouvement est important et donc plus l’entraînement du fluide est important également. 
L’augmentation de la concentration, entraîne une augmentation de la contrainte ressentie par 
la membrane. C’est ce que l’on observe dans les expériences décrites ci-dessus dans le cas de 
GUVs de diamètre inférieur à 30 µm. Plus la concentration d’ions dans le milieu externe est 
importante, plus les déformations observées sont elles aussi importantes. Cependant, dans le 
cas des vésicules de diamètre supérieur à 30 µm, la perte lipidique devient le phénomène 
majoritaire de l’électropulsation et diminue donc l’effet de déformation. 
 On remarque également une asymétrie des déformations. Le côté des vésicules situé côté 
cathode est plus déformé que du côté de l’anode. Cette propriété est d’autant plus remarquable 
pour la condition hyperosmolaire à 5 mM de NaCl où on observe que la membrane est 
concave du côté de la cathode et très légèrement convexe du côté de l’anode. Cet effet 
viendrait du fait que côté anode, c’est le déplacement des ions Na+ qui crée la contrainte de 
cisaillement. Or, nous avons calculé une vitesse plus faible des Na+ que des Cl-. Cette vitesse 
plus faible engendre un entraînement du fluide plus lent et donc une contrainte de viscosité 
plus faible. Ce qui explique cette asymétrie qui est d’autant plus accentuée que la quantité 
d’ions présents dans le fluide est important. 
 Les images montrent un certain aplatissement des pôles des vésicules. Au niveau de ces 
pôles, les lignes de champ sont de nouveau parallèles à la membrane et le mouvement des 
charges contenues dans la couche de Gouy-Chapman est alors lui aussi parallèle à la 
membrane. Le fluide est alors entraîné dans cette même direction et il applique donc une 
contrainte de cisaillement, ou contrainte visqueuse, sur la vésicule. 
 Cette contrainte visqueuse induit un cisaillement tangentiel de la membrane ayant pour effet 
de contraindre la membrane à se déformer. C’est pourquoi on observe d’une part une 
déformation de la vésicule perpendiculairement au champ électrique et d’autre part, un 
aplatissement des pôles des vésicules. 
 Cependant, les conditions de champ électrique appliquées sont perméabilisantes pour les 
GUVs. Cette perméabilisation affecte alors les zones face aux électrodes. Pour une durée de 
100 µs, les surfaces perméabilisées étant faibles, peu de lignes de champ traversent la vésicule 
et les effets dus au contournement de la vésicule par les lignes de champ restent 
prépondérants. 











 Figure 46 : Effet du champ électrique sur les ions contenus dans la double couche diffuse de Gouy-
Champman. (A) Dans les zones non perméabilisées, les lignes de champ sont déviées par la membrane et 
deviennent parallèle à celle-ci. (B) Dans les zones perméabilisées, certaines lignes de champ traversent la 
vésicule et les autres lignes de champ sont déviées par la membrane et deviennent parallèle à celle-ci.  Le champ 
électrique engendre une force de Coulomb appliquées aux charges contenues dans cette double couche, elles sont 
alors mises en mouvement, ce qui induit un entraînement visqueux du fluide. 
 
 Les expériences décrites ci-dessus montrent également des différences de déformations 
selon les conditions osmotiques dans lesquelles nous nous sommes placés (Figure 47). En 
effet, on observe que les côtés perpendiculaires au champ électrique sont moins convexes 
dans le cas de conditions hyperosmolaires que pour les conditions hypoosmolaires. A 5 mM 
dans des conditions d’hyperosmolarité, on peut également observer une concavité du côté de 
la cathode. L’amplitude des déformations, caractérisée par l’excentricité des vésicules, dans le 
cas où du sel est présent dans le milieu externe, est plus importante pour les conditions 
hyperosmolaires que pour les conditions hypoosmolaires. Les forces de pression osmotique 














 Figure 47 : Effet des conditions d’osmolarité sur les déformations des GUVs. 
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 Les forces de pression osmotique jouent un rôle dans les déformations des vésicules 
soumises à un champ électrique. La valeur de ces forces peut être calculée par l’expression 
suivante : 
CRTSPSFosm ==      [17] 
avec P, la pression appliquée sur une surface donnée S ; C, la concentration de la solution 
induisant cette pression ; R, la constante des gaz parfaits et T, la température. Pour une 
surface d’1 µm², les forces de pression osmotique sont de l’ordre de 5. 10-11 N. La force de 
Coulomb pour des ions sur un µm² pendant une durée de 10 µs (durée d’observation des 
déformations) étant de l’ordre de 10-9 N, cette force de pression osmotique n’est donc pas 
négligeable. Cependant, son effet diminue lorsque la concentration en sel augmente du fait 
que la force de Coulomb totale augmente avec le nombre d’ions présents. 
  
 En plus d’entraîner une perte de matériel membranaire, l’intensité du champ électrique 
nécessaire à l’électrofusion entraîne également des déformations des vésicules lipidiques. 
Ce phénomène indique que ces déformations interviennent dans le mécanisme de 
l’électrofusion membranaire. 
 
 Cette partie sur les déformations de GUVs et la méthode de détection à 10 µs feront l’objet 




 L’électrofusion est un processus qui nécessite d’appliquer un champ électrique 
perméabilisant d’intensité suffisamment importante pour qu’il y ait perte lipidique et 
déformation des vésicules lorsqu’elles sont isolées. Ces résultats nous permettent de proposer 
un mécanisme de ce processus. 
 
 Les deux vésicules sont mises en contact par diélectrophorèse. Le potentiel zêta de vésicules 
composées de lipides PC étant nul, il n’y a pas de potentiel endogène créé dans la couche de 
Gouy-Chapman. En conséquence, il n’y a pas création de champ électrique endogène dans un 
système où deux GUVs composés de lipides PC sont proches l’un de l’autre. La 
diélectrophorèse ne permet donc que la mise en contact mais pas l’apport énergétique 
nécessaire à la fusion des deux édifices membranaires. Un apport d’énergie externe sera donc 
nécessaire au processus de fusion. 
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 Lors de l’arrêt de la diélectrophorèse et de l’application de l’impulsion électrique DC, les 
forces diélectrophorétiques disparaissent de façon concomitante à la déstabilisation 
membranaire de la vésicule. Cette impulsion électrique induit tout d’abord une déformation 
des vésicules en contact. Un  plan de contact, et non plus un point de contact, se forme alors 
entre les deux vésicules. 
  Le champ électrique exogène appliqué permet tout d’abord, une déstabilisation des 
molécules d’eau interfaciales, donc le passage de la barrière d’énergie gouvernée par les 
forces d’hydratation et d’ondulation, nécessaire à l’apparition de l’état fusogène. Cet état de 
déstabilisation permet donc de mettre en contact proche les deux systèmes. Lorsque les deux 
systèmes sont en contact, le champ électrique permet alors une déstabilisation de la membrane 
de la vésicule lipidique. 
 Enfin, cette impulsion induit une perte de matériel membranaire. Celle-ci est se fait face aux 
électrodes. Cependant, s’il y avait perte membranaire au niveau des côtés opposés au plan de 
contact, on observerait une diminution de la surface membranaire à la fin du processus 
d’électrofusion. Or les résultats montrent que ce n’est pas le cas. La mise en contact des deux 
vésicules induirait donc une modification de la structure membranaire entraînant une « perte 
de matériel membranaire » uniquement au niveau du plan de contact. Celle-ci permettrait 
alors de créer un lien membranaire entre les deux vésicules. Dans cette configuration, la 
fusion devient nécessaire pour minimiser les énergies et revenir dans un état de stabilité 
(Figure 48 et 49). Ce mécanisme peut donc expliquer le fait que la surface membranaire totale 
reste constante avant et après électrofusion. En effet, il n’y a pas ici de perte de matériel 
membranaire vers la solution externe aux GUVs. La « perte membranaire » permet de lier les 







 Figure 48 : Diagramme énergétique hypothétique de l’électrofusion entre deux GUVs composés de PC (en 
bleu). (1) L’application d’une tension électrique sinusoïdale induit la mise en contact des vésicules. (2) 
L’application d’un champ électrique exogène induit une déstabilisation des molécules d’eau interfaciales 
permettant aux deux surfaces de se mettre en contact et donc d’inhiber la barrière d’énergie et une déstabilisation 
des membranes leur permettant de fusionner. 

























 Figure 49 : Hypothèse de mécanisme d’électrofusion de vésicules géantes. (a) Les vésicules initialement en 
solution sont mises en contact par la méthode de diélectrophorèse. (b) Arrêt de la diélectrophorèse et application 
d’une impulsion électrique. Lors de cette impulsion, il y a déstabilisation des molécules d’eau et déformation des 
vésicules. (c) Perte de matériel membranaire. (d) Formation de la liaison entre les deux vésicules grâce à la perte 
de matériel membranaire. (d) Fusion des deux vésicules. 
 
 La fusion de deux GUVs mis en contact peut être induite par l’application d’un champ 
électrique de 3 kV/cm. Ce champ électrique apporte l’énergie nécessaire à la fusion 
membranaire. Dans le cas de cellules vivantes, les processus de fusion font intervenir des 
éléments fusogènes complémentaires. 
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 Comme Neumann et al. l’ont montré, l’application d’un champ électrique perméabilisant 
sur deux vésicules mises en contact est nécessaire pour la fusion membranaire. Nous avons 
montré dans cette partie que l’application d’un champ électrique exogène sur une vésicule 
membranaire avait pour effet de la perméabiliser. La valeur seuil du champ électrique à 
appliquer dépend de la taille des molécules auxquelles la membrane doit être perméable. En 
effet, nous avons vu que l’entrée d’ions dans les vésicules s’effectue pour des potentiels 
transmembranaires plus faibles que pour de plus grosses molécules.  En effet, plus le champ 
électrique appliqué est important, plus l’organisation des lipides est déstabilisée et donc plus il 
est facile pour une molécule de traverser la membrane lipidique.
 
 Nous avons étudié le mécanisme d’électrofusion de vésicules géantes. Pour que le processus 
de fusion induit par l’application d’un champ électrique externe puisse avoir lieu, il est 
nécessaire d’une part de mettre en contact les vésicules lipidiques et d’autre part, de 
déstabiliser le système membranaire. 
 La première étape de mise en contact des GUVs s’effectue grâce à la méthode de 
diélectrophorèse. La deuxième étape du processus de fusion est la déstabilisation des 
molécules d’eau interfaciales et la déstabilisation des édifices membranaires. Tout ceci 
s’effectue grâce à l’application du champ électrique exogène. 
 La déstabilisation due au champ électrique exogène consiste en trois effets : la 
déstabilisation de l’organisation lipidique par électroperméabilisation, la perte de matériel 
membranaire et les déformations des vésicules lipidiques. Dans les conditions de conductivité 
des expériences décrites, ces déformations s’effectuent par compression des vésicules 
parallèlement au champ électrique. Nous obtenons donc des vésicules ayant des formes 
d’oblate. Nous avons montré que ces déformations dépendaient d’une part des conditions 
d’osmolarité, mais également de la concentration en sel présente à l’extérieur des GUVs. 
 
 Lorsque deux vésicules sont mises en contact par diélectrophorèse, l’application d’une 
impulsion électrique permet de déstabiliser suffisamment le système pour inhiber les 
barrières d’énergies empêchant la fusion dans leur état initial. Il y a alors déstabilisation 
des molécules d’eau interfaciales, déformation des vésicules permettant d’avoir un plan de 
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contact entre les deux vésicules, désorganisation et perte lipidique qui entraînent le 
processus de fusion membranaire entre ces deux vésicules. 
 
La fusion entre GUVs est donc possible avec apport d’énergie par l’intermédiaire d’un 
champ électrique exogène. Dans la partie suivante, nous allons considérer les GUVs 
comme système modèle de cellules hôtes. Des vésicules catanioniques conçues pour être 
utilisée en vectorisation vont être mises en présence des GUVs. Nous caractériserons les 






































































                                                                                                                                                             
 
Les travaux décrits dans cette partie ont été réalisés en collaboration avec Pauline Castagnos 
du Laboratoire des Interactions Moléculaires et Réactivité Chimique et Photochimique 
(IMRCP) de Toulouse, dont les travaux de thèse portent sur l’étude du mécanisme de 
délivrance intracellulaire de principes actifs par des vésicules catanioniques (sous la direction 
d’Isabelle Rico-Lattes et Muriel Blanzat). 
 
Ces « vésicules catanioniques » sont des systèmes supramoléculaires conçus pour encapsuler 
des principes actifs médicamenteux destinés à être introduits dans des cellules (Consola, 
Blanzat et al. 2007). Le protocole de formation de ces vésicules stables au cours du temps 
dans les conditions physiologiques a été validé. Comme nous allons le décrire dans la suite de 
cette introduction, une étude des interactions entre ces vésicules et des vésicules 
unilamellaires géantes (GUVs) magnétiques a déjà été réalisées (Beaune, Soussan et al. 2008). 
Pour s’affranchir de l’effet des propriétés magnétiques de ces GUVs, la caractérisation des 
interactions des vésicules catanioniques avec des GUVs non magnétiques a été réalisée dans 
cette collaboration. Cette étude a aussi permis de proposer un mécanisme d’action entre ces 
deux systèmes. 
 
Nous allons tout d’abord présenter les vésicules catanioniques ainsi que leur synthèse et leur 
intérêt. Nous décrirons ensuite les résultats que nous avons obtenus lors de leur mise en 
présence avec des GUVs magnétiques. 
Les amphiphiles catanioniques sont des systèmes bicaténaires, résultant d’un mélange 








Figure 50 : Représentation schématique d’un amphiphile catanionique bicaténaire. 
 
 





 Il faut distinguer les mélanges catanioniques et les tensioactifs catanioniques qui sont des 
paires d’ions pures (Tondre and Caillet 2001). Dans la catégorie des tensioactifs 
catanioniques, les contres-ions associés aux amphiphiles sont éliminés, contrairement aux 
mélanges catanioniques où les contres-ions restent présents en solution.  
 
 Quatre méthodes de préparation des tensioactifs catanioniques ont déjà été décrites (Khan 
and Marques 1997; Blanzat, Perez et al. 1999; Blanzat, Perez et al. 1999; Zemb, Dubois et al. 
1999; Dubois, Deme et al. 2001). Nous nous intéressons ici plus particulièrement à la 
méthode d’échange de protons réalisée au laboratoire des IMRCP (Blanzat, Perez et al. 1999; 
Blanzat, Perez et al. 1999). Cette technique consiste à réaliser un mélange équimolaire, dans 
l’eau, d’un tensioactif dérivé d’un aminosucre et d’un amphiphile possédant une fonction 
acide. Par réaction acido-basique, les tensioactifs catanioniques sont obtenus à l’équimolarité 
et sans sels résiduels. 
 Il a été montré que les tensioactifs catanioniques ainsi préparés ont la capacité de former 
une cavité interne entourée par une bicouche de tensioactifs, appelée vésicules catanioniques 
(Tondre and Caillet 2001). Elles forment spontanément des vésicules de rayons moyens égaux 
à 200 nm dans l’eau et de potentiel zêta égal à -30 mV. 
 
 Dans cette étude, nous nous intéressons à un tensioactif catanionique tricaténaire dérivé de 









Figure 51 : Représentation schématique d’un tensioactif catanionique triaténaire. 
 
  
La synthèse a été effectuée par Pauline Castagnos au Laboratoire des IMRCP. La synthèse 
du tensioactif catanionique tricaténaire (TriCat) consiste à additionner l’acide au sucre (Figure 
52). L’homologue fluorescent du TriCat, le FluoCat, a été synthétisé par Elodie Soussan lors 
de son doctorat (Soussan 2007) en additionnant l’acide marqué avec du NBD au sucre. Une 
fois les tensioactifs synthétisés, les vésicules sont obtenues par mélange des tensioactifs dans 






des conditions de concentration supérieure à la concentration d’agrégation critique (3.10-5 M) 

















Figure 52 : Synthèse du tensioactif catanionique tricaténaire (TriCat). 
Les vésicules catanioniques présentent de nombreux avantages dans leur utilisation de 
vecteurs. Elles peuvent encapsuler des substances actives (telle que la phthalocyanine de 
chloroaluminium qui fait partie de la famille des photosensibilisateurs, qui, lorsqu’ils sont 
excités par un rayonnement laser créent des radicaux libres entraînant la mort cellulaire) en 
les protégeant de l’environnement extérieur. Leur formation ne nécessitant pas l’emploi de 
solvants ou de produits toxiques, leur toxicité est fortement diminuée. Comme ce sont des 
vésicules, elles peuvent encapsuler des substances hydrophiles dans leur cavité aqueuse et 
insérer des substances hydrophobes dans leur membrane. Enfin, la formation des vésicules est 
spontanée par sonication en milieux aqueux, donc rapide et facile à effectuer. 
 
 Des travaux sur les interactions entre des vésicules catanioniques et des GUVs ont déjà été 
effectués par Grégory Beaune à l’Université Pierre et Marie Curie (Paris 6) et Elodie Soussan 
du laboratoire des IMRCP. Ils ont étudié les interactions entre des vésicules catanioniques et 
des vésicules unilamellaires géantes encapsulant des nanoparticules magnétiques. L’ajout des 
vésicules catanioniques aux GUVs induit d’importantes déformations de ces derniers ainsi 
que des instabilités de membranes (Beaune, Soussan et al. 2008). Le cation utilisé pour 
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synthétiser les molécules de TriCat dans ces études est un cation à 16 carbones (Soussan, 
Mille et al. 2008). 
 La figure 53 présente les modifications de forme de GUVs magnétiques de DOPC 
initialement sphériques en présence des vésicules de TriCat à 1.10-3 M. Des formes allongées, 
des formes de « poires » et des tubes sont observés. Ces déformations apparaissent dans les 






















 Figure 53 : Images en microscopie optique (Contraste de Nomarsky) de : (A) GUVs magnétiques de DOPC et 
(B), (C), (D) GUVs magnétiques de DOPC cinq minutes après l’ajout de vésicules de TriCat. (Beaune, Soussan 
et al. 2008) 
  
 Ces déformations ne sont pas observées lorsque les TriCat sont ajoutés sous leur forme 
monomérique à 3.10-5 M. 
 Dans cette étude, les GUVs étant magnétiques, les auteurs ont appliqué un champ 
magnétique aux GUVs en présence de vésicules de TriCat. Lorsque le champ magnétique est 
appliqué, les GUVs subissent une élongation pour arriver à une forme ellipsoïde et retrouvent 
leur forme sphérique lorsque le champ magnétique est arrêté. Pendant l’application du champ, 
des instabilités membranaires apparaissent. Si le champ magnétique est trop intense (au-delà 
de 200 Oe), les instabilités deviennent plus importantes et les GUVs ne retrouvent pas leur 
forme sphérique, même après l’arrêt du champ magnétique, (Figure 54). 























 Figure 54 : Déformations de GUVs magnétiques en présence de vésicules de TriCat lorsque le champ 
magnétique est appliqué puis stoppé. (Beaune, Soussan et al. 2008) 
 
 
Les TriCat semblent interagir fortement avec les GUVs magnétiques. Cette interaction serait 
liée à l’état d’agrégation de ce surfactant catanionique. Dans son état monomérique, il 
s’insèrerait dans la membrane, n’induisant pas de changement de forme, suggérant une 
répartition symétrique au sein de la bicouche lipidique. A l’inverse, lorsque les TriCat sont 
sous forme vésiculaire, la topologie des GUVs est complètement modifiée menant à des 
structures allongées.  
 
 Les mécanismes d’interactions des molécules de TriCat restent mal connus. Quatre types 
d’interactions entre les TriCat et les GUV sont envisageables (Figure 55). Le TriCat peut 
interagir sous forme vésiculaire, soit (1) en se liant à la membrane (Figure 55 A), soit (2) en 
fusionnant avec la membrane (Figure 55 B), ou (3) par endocytose avec invagination d’une 
partie de la membrane (Figure 55 C). Enfin, le TriCat peut également interagir sous sa forme 

































 Figure 55 : Représentation schématique des quatre types d’interactions possibles entre les TriCat et les GUVs. 
(A) Adsorption d’une vésicule de TriCat sur un GUV. (B) Fusion d’une vésicule de TriCat avec un GUV. (C) 
Endocytose d’une vésicule de TriCat par un GUV. (D) Insertion de monomères de TriCat dans la membrane 
d’un GUV. 
 
Dans l’objectif de modéliser les processus de vectorisation chimique avec ces vésicules 
catanioniques, nous avons choisi de travailler sur des vésicules géantes non magnétiques. De 
ce fait, nous nous affranchissons du caractère magnétique présent dans l’étude ci-dessus. De 
plus, modéliser les cellules par des GUVs permet d’observer directement le système en 
microscopie optique. L’utilisation de sondes fluorescentes hydrophobe (le FluoCat), insérée 
dans la bicouche des vésicules de TriCat ou hydrophile (le Texas Red), encapsulée dans les 
vésicules de TriCat (ces deux sondes sont présentes dans la solution lors de la sonication) 
permettent de caractériser les interactions. 
 
Dans un premier temps, nous mettrons en évidence les interactions selon la composition 
lipidique et dans un deuxième temps, nous proposerons un mécanisme du processus 
d’interaction : les quatre mécanismes proposés ci-dessus seront ainsi discutés. 
   












 Les interactions entre deux systèmes dépendent des caractéristiques physico-chimiques de 
ces deux systèmes. La nature des lipides composant les GUVs peut alors induire des 
interactions différentes. C’est ce que nous allons détailler dans la suite. Nous avons fait varier 
l’organisation des lipides composant les GUVs dans l’objectif d’identifier leur rôle dans les 
processus d’interaction. Des phases homogènes fluide, gel et liquide ordonné et des phases 
hétérogènes ld/lo et so/lo ont été étudiées. Les vésicules catanioniques ayant un potentiel ζ 
négatif, nous avons également fait varier la valeur du potentiel ζ des GUVs en leur ajoutant de 
la phosphatidylsérine (PS) (ζ <0), chargée négativement, ce qui nous a permis de caractériser 
la nature des interactions. 
 De plus, dans l’objectif de différencier les interactions des molécules de TriCat avec les 
vésicules composées de TriCat, les interactions entre les GUVs et les états monomériques et 
vésiculaires des TriCat seront pris en compte. Enfin, l’effet de concentration de ces vésicules 
catanioniques sera étudié dans le but de connaître la concentration la plus favorable pour une 
utilisation future en vectorisation. Les interactions entre vésicules de TriCat et GUVs doivent 
être suffisamment importantes, sans pour autant déstabiliser totalement les membranes 
lipidiques. 
 
1- Formation des GUVs et des vésicules catanioniques 
 
Formation des GUVs 
 Les GUVs sont formés avec différentes compositions : Egg-PC, POPC, POPC avec 20% de 
cholestérol, POPC avec 30% de cholestérol, POPC avec 10% de PS et 30% de cholestérol, 
DPPC, DPPC avec 20% de cholestérol, DPPC avec 30% de cholestérol.  
  
 Formation des vésicules catanioniques dans le milieu de pulsation 
 Les vésicules catanioniques sont habituellement formées dans l’eau à pH 6. Leur stabilité 
dépend considérablement des conditions physico-chimiques dans lesquelles elles sont 
formées. La cohésion de cet ensemble de molécules est due à des interactions électrostatiques 
entre molécules. Dans l’eau, elles ont une stabilité d’environ une semaine. Pour observer les 
GUVs en contraste de phase, ils sont placés dans un tampon Hepes 1 mM pH 7,35 contenant 
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260 mM de glucose et 1 mM de NaCl. Les vésicules catanioniques sont donc également 
formées dans ce tampon. 
 La concentration d’agrégation critique est la concentration en molécules nécessaire pour 
s’organiser spontanément en vésicules. Pour les molécules de TriCat, cette concentration 
d’agrégation critique est de 3.10-5 M. 
 Les vésicules catanioniques aux concentrations 1.10-4 M et 5.10-4 M ont donc été formées 
par sonication dans le milieu contenant du glucose. La taille et l’homogénéité des solutions de 
vésicules formées sont analysées par diffusion de la lumière (DLS). Pour ces deux 
concentrations utilisées, les vésicules formées présentent une distribution en taille comparable 
à celle des vésicules formées en milieu non ionique. Dans le cas des vésicules à 1.10-4 M, 
elles présentent un rayon moyen de 200 nm et sont stables pendant environ 5 jours. Les 
vésicules à 5.10-4 M présentent un rayon moyen de 300 nm et ne sont stables que pendant une 
demi-journée maximum, elles précipitent ensuite très rapidement. Les sels contenus dans le 
tampon de pulsation ne provoquent pas de modifications structurelles des vésicules 
catanioniques, ni de déstabilisation. 
 Les monomères sont à la concentration de 1.10-5 M, c'est-à-dire à une concentration de 
TriCat inférieure à la concentration d’agrégation critique. 
 A 1.10-4 M les vésicules catanioniques sont en équilibre avec des monomères en solution. 
Cette solution a été diluée à 2.10-5 M, concentration inférieure à la concentration d’agrégation 
critique. Par DLS, des vésicules de 200 nm de rayon sont détectées pendant environ une 
semaine après dilution suggérant que le déplacement d’équilibre entre monomères et vésicules 
est lent. Les interactions entre GUVs et ces vésicules catanioniques de concentration 
inférieure à la concentration d’agrégation critique seront également caractérisées. 
 Les vésicules catanioniques sont marquées avec l’homologue fluorescent du TriCat, le 
FluoCat, portant un NBD sur le groupement acide. Les solutions de monomères sont 
constituées de molécules de TriCat et de molécules de FluoCat. 
 
2- Interaction des TriCat à la membrane des GUVs 
 La visualisation de l’interaction des TriCat à la membrane des GUVs a été effectuée grâce à 
la méthode de microscopie confocale. Une chambre d’observation d’un volume de 20 µL a 
été utilisée. On y introduit 5 µL de GUVs puis 15 µL des vésicules de TriCat, marquées avec 
la sonde FluoCat, ou des monomères dans le tampon de pulsation.  
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 Les GUVs sont observés environ 30 s après la mise en présence avec les vésicules de 
TriCat. Le FluoCat étant un amphiphile qui ne peut pas se dissocier des vésicules de TriCat, la 
présence de fluorescence au niveau de la membrane des GUVs est alors le témoin de 
l’interaction molécules de TriCat avec membrane lipidique. Cette fluorescence est déterminée 
en traçant les profils d’intensité de chaque GUV après mise en contact avec les vésicules de 
TriCat. 
 
Rôle de la composition lipidique sur les interactions entre des GUVs et des vésicules de 
TriCat/FluoCat à une concentration supérieure à la concentration d’agrégation critique  
  
 Au niveau des membranes de GUVs constitués de POPC, d’Egg-PC ou de DPPC apparaît 
de la fluorescence lorsque des vésicules de TriCat à 1.10-4 M sont ajoutées. Des zones plus 
intenses sont visibles correspondant certainement à des agrégats de membrane (Figure 56 A, 
B et C). Très rapidement (après quelques minutes), une déstabilisation de la membrane est  
observée pour les GUVs de POPC et d’Egg-PC. Dans le cas de GUVs contenant du DPPC, 
cette déstabilisation est plus lente et n’apparaît qu’après environ 1h. 
 Dans le cas de GUVs constitués de mélanges de POPC contenant 20 ou 30% de cholestérol 
et de DPPC contenant 20% de cholestérol, une interaction avec les vésicules associée à 
l’apparition de fluorescence au niveau de la membrane lipidique est aussi observée. 
Cependant, aucune déstabilisation ni agrégation membranaire ne sont observées (Figure 56 E, 
F et G). 
 Enfin, dans le cas des GUVs de DPPC contenant 30% de cholestérol et POPC contenant 
30% de cholestérol et 10% de PS, aucune fluorescence ni déstabilisation n’est observée 
(Figure 56 D et H).  
 On constate d’autre part que les GUVs non déstabilisés par les vésicules de TriCat ne 
subissent pas de déformations et restent sphériques. 
 De plus, de la fluorescence apparaît aussi à l’intérieur des GUVs subissant une 
déstabilisation suite à l’addition de vésicules de TriCat (POPC, Egg-PC et DPPC) (Figure 56). 

















 Figure 56 : Images et profils d’intensité de GUVs de différentes compositions mis en présence avec des 
vésicules de TriCat/FluoCat à 1.10-4 M. (A) GUVs de POPC, (B) GUVs de Egg-PC, (C) GUVs de DPPC, (D) 
GUVs de 60% POPC/30% cholestérol/10% PS, (E) GUVs de POPC/20% cholestérol, (F) GUVs de POPC/30% 
cholestérol, (G) GUVs de DPPC/20% cholestérol et (H) GUVs de DPPC/30% cholestérol. Les profils d’intensité 
sont pris le long du trait orange. Sur les profils, le trait bleu représente le signal de base et un trait rouge montre 
la différence de fluorescence à l’intérieur du GUV lorsqu’elle existe. 
   
 Ainsi, l’état de phase des GUVs influence fortement la possibilité d’interaction avec les 
vésicules de TriCat à 1.10-4 M. S’ils sont en phases ld ou so, une interaction est possible et 
conduit à une forte déstabilisation.
 
 S’il y a coexistence de phases (ld+lo et so+lo), une interaction des vésicules de TriCat avec 
les GUVs est observée par la visualisation de fluorescence au niveau membranaire mais ils 
ne subissent pas de déstabilisation. 
 Enfin, les GUVs composés de lipides en phase lo et les GUVs contenant de la PS ne 
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 Rôle de la composition lipidique sur les interactions entre des GUVs et des vésicules 
de TriCat/FluoCat à une concentration très supérieure à la concentration d’agrégation 
critique  
  
 Quelle que soit la composition des GUVs, lorsqu’ils sont mis en présence de vésicules de 
TriCat à 5.10-4 M, on observe que leur membrane devient fluorescente et se déstabilise de 
façon importante avec une apparition d’agrégats (Figure 57). Cette déstabilisation 
membranaire apparaît dès les premières minutes et entraîne une internalisation de la 

























 Figure 57 : Images et profils d’intensité de GUVs de différentes compositions mis en présence avec des 
vésicules de TriCat/FluoCat à 5.10-4 M. (A) POPC, (B) Egg-PC, (C) DPPC, (D) 60% POPC/30% 
cholestérol/10% PS, (E) POPC/20% cholestérol, (F) POPC/30% cholestérol, (G) DPPC/20% cholestérol et (H) 
DPPC/30% cholestérol.  
 
Quel que soit l’état de phase des GUVs, lorsqu’ils sont mis en présence de vésicules de 
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Rôle de la composition lipidique sur les interactions entre des GUVs et des vésicules de 
TriCat/FluoCat diluées en dessous de la concentration d’agrégation critique  
  
 Lorsque des vésicules de TriCat à 2.10-5 M sont mises en présence de GUVs de POPC, Egg-
PC, DPPC, POPC avec 20 ou 30% de cholestérol et DPPC avec 20% de cholestérol, de la 
fluorescence apparaît au niveau de la membrane lipidique sans qu’il y ait déstabilisation des 
membranes (Figure 58 A, B, C, E, F et G). Cette fluorescence est plus faible que lorsque les 
vésicules de TriCat étaient à la concentration de 1.10-4 M, ce qui n’est pas surprenant puisque 
un nombre plus faible de vésicules peuvent alors interagir avec la membrane des GUVs. 
Aucune fluorescence interne n’est détectée. 
 Cependant, dans le cas des GUVs de DPPC  contenant 30% de cholestérol et POPC 
contenant 30% de cholestérol et 10% de PS, aucune fluorescence ni déstabilisation n’est 
observée (Figure 58 D et H). 




















 Figure 58 : Images et profils d’intensité de GUVs de différentes compositions mis en présence avec des 
vésicules de TriCat/FluoCat à 2.10-5 M. (A) POPC, (B) Egg-PC, (C) DPPC, (D) 60% POPC/30% 
cholestérol/10% PS, (E) POPC/20% cholestérol, (F) POPC/30% cholestérol, (G) DPPC/20% cholestérol et (H) 
DPPC/30% cholestérol.   
  
 Lorsque des vésicules de TriCat à 2.10-5 M sont mis en présence de GUVs composés de 
lipides en phases ld, so, ld+lo et so+lo, une interaction des vésicules de TriCat avec les GUVs. 
 Enfin, les GUVs composés de phase lo et les GUVs contenant de la PS ne subissent aucune 
modification lors de leur mise en présence avec les vésicules de TriCat à 2.10-5 M. 
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 On constate que les interactions observées sont présentes pour les mêmes états de phase 
que dans le cas de la concentration en TriCat supérieure à la concentration d’agrégation 
critique. 
 
 Rôle de la composition lipidique sur les interactions entre des GUVs et des 
monomères de TriCat/FluoCat à une concentration inférieure à la concentration 
d’agrégation critique  
  
 Lorsque des monomères de TriCat à 1.10-5 M sont mis en présence de GUVs de POPC, de 
DPPC ou d’Egg-PC, de la fluorescence apparaît au niveau de la membrane lipidique sans 
qu’il y ait déstabilisation des membranes (Figure 59 A, B et C). Cette fluorescence est 
particulièrement faible, ce qui n’est pas surprenant du fait de la faible concentration en 
monomères. 
 Cependant, dans le cas des GUVs contenant du cholestérol et celle contenant du PS, aucune 
fluorescence ni déstabilisation n’est observée (Figure 59 D, E, F, G et H). 






















 Figure 59 : Images et profils d’intensité de GUVs de différentes compositions mis en présence avec des 
monomères de TriCat/FluoCat à 1.10-5 M. (A) POPC, (B) Egg-PC, (C) DPPC, (D) 60% POPC/30% 
cholestérol/10% PS, (E) POPC/20% cholestérol, (F) POPC/30% cholestérol, (G) DPPC/20% cholestérol et (H) 
DPPC/30% cholestérol. 
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 Dans l’objectif de pouvoir comparer plus précisément les effets des vésicules diluées à une 
concentration inférieure à la concentration d’agrégation critique et les effets des monomères, 
il serait nécessaire de diluer les vésicules à la même concentration que les monomères. Après 
vérification par DLS de l’état vésiculaires des molécules de TriCat ainsi préparées, si les 
résultats sont identiques à ceux décrits ci-dessus, il serait alors possible de valider que 
l’interaction entre molécules de TriCat et GUVs composées de coexistence de phase est 
spécifique à l’état vésiculaire. 
 
 Lorsque des GUVs composés de phases ld, so sont mis en présence de monomères de TriCat 
à 1.10-5 M, une interaction des vésicules de TriCat avec les GUVs est observée par la 
visualisation de fluorescence au niveau membranaire. 
 Enfin, les GUVs composés de phase ld+lo, so+lo et lo et les GUVs contenant de la PS ne sont 
soumises à aucune interaction avec les vésicules de TriCat. 
 
Les résultats présentés ci-dessus permettent d’affirmer que les vésicules catanioniques 
n’interagissent pas de la même manière avec les membranes selon leur composition et leur 
état de phase. Les résultats obtenus avec les monomères et les vésicules diluées à une 
concentration inférieure à la concentration d’agrégation critique suggèrent que les 
vésicules de TriCat interagissent spécifiquement avec les GUVs composés de coexistences 
de phase ; les monomères de TriCat n’interagiraient pas. 
Avant d’interpréter ces résultats, deux contrôles sont nécessaires : (1) détecter si les 
molécules de TriCat s’insèrent ou non dans les bicouches des GUVs et (2) vérifier si les 
effets observés sont uniquement dus ou non à la sonde fluorescente présente dans les 
vésicules catanioniques.  
 
Forme des GUVs de DPPC en présence ou non de vésicules de TriCat/FluoCat 
  
 Dans les cas où la membrane du GUV devient fluorescente, il est nécessaire de différencier 
deux types d’interaction entre les vésicules de TriCat/FluoCat et les GUVs : la liaison des 
vésicules sur la membrane (Figure 55 A) et l’insertion des molécules de TriCat/FluoCat à 
l’intérieur de la membrane (Figure 55 B). 
 Pour cela, les GUVs de DPPC ont été observés en absence de vésicules ou de monomères 
de TriCat/FluoCat. Ils présentent des formes angulaires. En revanche, les GUVs retrouvent 
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 Figure 60 : Différence de forme des GUVs de DPPC en présence ou non de molécules de TriCat. (A) GUVs de 
DPPC sans vésicules ou monomères de TriCat/FluoCat. (B) GUVs de DPPC en présence de vésicules de 
TriCat/FluoCat.à 2.10-5 M.  
 
 La forme angulaire n’est pas surprenante. En effet, il a été montré que dans le cas de petites 
vésicules unilamellaires (SUVs) de DPPC à température ambiante, l’ANS, molécule 
amphiphile fluorescente, s’insère dans la membrane lipidique et fluoresce (Teissie 1987). A 
l’inverse, aucune  insertion spontanée n’est observée avec des larges vésicules unilamellaires 
(LUVs). L’insertion spontanée de l’ANS peut être expliquée par le fait qu’en phase gel, les 
SUVs ne sont pas des sphères mais une juxtaposition de bicouches lipidiques planes. Le fait 
que l’ANS ne s’insère pas dans les LUVs indiquerait l’absence de défauts dans ces systèmes. 
Dans cette interprétation, il faut prendre en compte le fait que les LUVs ont été formés en 
présence de détergent. Or, malgré le retrait du détergent, il est possible qu’il en reste quelques 
molécules dans la membrane. Ces molécules modifieraient donc la cohésion des molécules de 
DPPC et permettraient une courbure uniforme de la vésicule qui ne contiendrait alors pas de 
défaut et une forte compacité des lipides. 
 Il en serait donc de même pour les GUVs de DPPC. Leur électroformation est effectuée en 
absence de détergent. Ils formeraient ainsi une juxtaposition de bicouches lipidiques planes.  
 
 Lorsqu’on ajoute les vésicules ou les monomères de TriCat/FluoCat, le fait que les GUVs 
redeviennent parfaitement sphériques montre alors que les molécules de TriCat/FluoCat, 
qui sont des détergents particuliers, s’insèrent dans la membrane du GUV et modifient la 
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Effet de la sonde sur les interactions entre les vésicules de TriCat/FluoCat et les GUVs 
  
 Les interactions entre vésicules de TriCat et GUVs sont visualisées par l’intermédiaire 
d’une sonde, le FluoCat. Cette sonde pourrait avoir un effet et pourrait modifier les 
interactions à visualiser. Pour déterminer l’importance de l’effet de la sonde sur les différents 
résultats décrits ci-dessus, nous avons mis en présence des vésicules de TriCat non 








 Figure 61 : Effet de la sonde FluoCat sur les interactions entre les vésicules de TriCat et les GUVs. (A) GUVs 
de POPC en présence de vésicules de TriCat sans FluoCat à 1.10-4 M. (B) GUVs de DPPC en présence de 
vésicules de TriCat sans FluoCat.à 2.10-5 M. 
  
 La forte déstabilisation dans le cas des GUVs de POPC et le retour à une forme sphérique 
des GUVs de DPPC apparaissent lors de l’ajout de vésicules de TriCat non marquées (Figure 
61).  
  
On peut donc conclure que les interactions que nous observons avec les GUVs ne sont pas 
uniquement dues à la sonde. Elles sont principalement dues aux molécules de TriCat elles-
mêmes. 
 
3- Conclusion : interaction entre les vésicules de TriCat et les GUVs 
 
 Nous avons mis en évidence une interaction entre des vésicules de TriCat et des GUVs de 
différentes compositions membranaire. Les résultats obtenus présentés ci-dessus sont résumés 















Figure 62 : Effet des états de phase des GUVs sur l’interaction entre ces GUVs et les vésicules de TriCat. 
Moins les systèmes membranaires possèdent de défauts, plus ils sont stables. 
   
 L’interaction des vésicules de TriCat avec les membranes lipidiques dépend de l’état de 
phase des lipides les composant. S’ils sont en phase ld et so, leur déstabilisation est complète 
(Figure 62). Concernant les phases liquides désordonnées, le désordre des chaînes 
hydrophobes des phospholipides permet une déstabilisation plus facile de ces systèmes 
membranaires. Au sujet des phases gel, ces systèmes sont en fait constitués par une 
juxtaposition de bicouches planes reliées par des jonctions lipidiques désordonnées. Lors de la 
mise en présence de vésicules de TriCat, ces jonctions peuvent alors facilement se 
déstabiliser. 
 
 Dans le cas des phases ld+lo et so+lo, on observe une interaction des vésicules de TriCat avec 
les GUVs (Figure 62). Mais dans ces deux cas, aucune déstabilisation ou fluorescence à 
l’intérieur des GUVs ne sont observées. Les phases ld+lo sont plus ordonnées que les phases 
fluides et les phases so+lo sont moins rigides que les phases gel et reprennent donc une forme 
sphérique sans défauts de rigidité. Cependant, des défauts au niveau des interfaces des 
changements de phase sont toujours présents. Ils permettent une interaction des vésicules de 
TriCat sans déstabilisation de la membrane qui est plus stable. On observe de plus que ces 
GUVs n’internalisent pas les vésicules de TriCat. 
 
 Dans le cas des phases lo, on n’observe plus du tout d’interaction entre les vésicules de 
TriCat et les GUVs. En effet, il y a équilibre entre les deux systèmes, les vésicules de TriCat 
ne pouvant interagir avec les GUVs du fait de leur état de phase sans aucun défaut de fluidité, 
de rigidité ou bien d’interfaces entre les phases.  
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 Enfin, nous avons observé que lorsque les membranes des GUVs sont chargées 
négativement, à l’aide de l’insertion de phosphatidylsérine, les interactions sont inhibées du 
fait des interactions électrostatiques répulsives entre les GUVs et les vésicules de TriCat, tous 
deux chargés négativement. 
 
 En conclusion, les vésicules de TriCat n’interagissent pas avec des GUVs dont la 
membrane ne comporte pas de défauts. Ils interagissent avec ceux comportant des 
interfaces entre différentes phases et ils déstabilisent ceux comportant des défauts de 
fluidité ou de rigidité. D’autre part, elles n’interagissent pas si les interactions 
électrostatiques entre les deux systèmes sont répulsives. 
 L’absence d’internalisation spontanée des vésicules de TriCat par les GUVs montre tout 
d’abord que le mécanisme « d’endocytose » (Figure 55 C) n’est pas présent ici. Il est 
nécessaire de créer des défauts membranaires pour que les vésicules de TriCat traversent la 
membrane et entraînent avec elles des fractions de membrane. 
 De plus, nous avons montré que les monomères de TriCat, préparés sous la concentration 
d’agrégation critique, pouvaient s’insérer dans des membranes contenant des défauts de 
fluidité et de rigidité (Figure 55 D). Cependant, dans les membranes plus stables, seules les 
vésicules catanioniques semblent interagir. 
 Les interactions entre vésicules de TriCat et GUVs, de nature électrostatique, peuvent alors 
être de deux sortes, une insertion des molécules de TriCat à l’intérieur de la membrane 
(fusion membranaire) (Figure 55 B) ou bien une adhésion des vésicules des TriCat au 
niveau de la membrane lipidique (Figure 55 A). 
 
Dans l’objectif de discriminer une insertion des molécules de TriCat par fusion 
membranaire d’une adhésion, nous allons étudier dans cette partie la présence ou non d’un 
relargage du contenu des vésicules catanioniques.  
 
1- Etude du relargage du contenu aqueux des vésicules de TriCat 
 
Relargage du tampon contenant du glucose 
 Les vésicules de TriCat sont formulées dans du tampon constitué de 260 mM de glucose, 1 
mM d’Hepes et 1 mM de NaCl à pH 7,35. Les GUVs sont électroformés dans un tampon 
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constitué de 240 mM de saccharose à pH 7,35. Le glucose et le saccharose présentant des 
indices de réfraction différents, les GUVs sont visibles en contraste de phase. L’entrée du 
tampon contenant du glucose à l’intérieur des GUVs conduit à une perte de contraste (Phez 
2005). 
 Lorsque les GUVs sont mis en présence de vésicules de TriCat, on observe une perte de 
contraste des GUVs. Nous avons compté le pourcentage de GUVs ayant perdu leur contraste, 
visible à l’œil, pendant 20 minutes par pas de 5 minutes dans le cas des conditions non 



















Figure 63 : Relargage du tampon de pulsation contenu dans les vésicules de TriCat dans les GUVs pendant 20 
minutes par pas de 5 minutes. Les vésicules sont à une concentration de 1.10-4 M et les vésicules diluées sont à 
une concentration de 2.10-5 M dans le tampon de pulsation constitué de 260 mM de glucose, 1 mM d’Hepes et 1 
mM de NaCl. Les TriCat formulés dans le saccharose sont à la concentration de 2.10-5 M et ne contiennent que 
du saccharose dans leur cœur aqueux. 
  
 On remarque tout d’abord que plus les vésicules de TriCat sont concentrées, plus le nombre 
de GUVs perdant leur contraste est grand. On note que la perte de contraste n’est observée 
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que pour les conditions pour lesquelles nous obtenions une interaction avec les vésicules de 
TriCat. 
 La perte de contraste des GUVs provient d’une entrée de glucose dans les GUVs. Cette 
entrée de glucose pourrait être la conséquence soit d’une perméabilisation de la membrane 
permettant un échange entre les tampons extérieur et intérieur (échange de glucose et de 
saccharose), soit d’une fusion des vésicules de TriCat qui permettrait un relargage de leur 
contenu aqueux contenant du glucose. 
 Ce test a été réalisé pour différentes compositions en lipides des GUVs. Dans le cas de 
GUVs composés de DPPC contenant 20% de cholestérol, des vésicules de TriCat formulées 
dans le saccharose à une concentration de 2.10-5 M ont été ajoutées. Si les vésicules de TriCat 
provoquaient une perméabilisation de la membrane des GUVs, nous aurions dû avoir le même 
comportement que les vésicules de TriCat formulées dans le tampon contenant du glucose. Or 
nous observons que dans ce cas particulier, le comportement est identique à celui des GUVs 
seuls ou bien avec monomères. Le relargage du contenu aqueux des vésicules à l’intérieur des 
GUVs ne peut donc être expliqué que par une fusion des TriCat avec les GUVs. 
 Considérons un GUV de 40 µm de diamètre. Sa surface est égale à : 22 6,50264 µmRS == pi
. Le nombre maximum de vésicules de TriCat pouvant fusionner avec un GUV est le nombre 
de vésicules pouvant recouvrir la surface de ce GUV. Le centre des vésicules de TriCat, 
considérées comme des sphères, est séparé au minimum du diamètre de ces vésicules. La 
surface de chaque disque équatorial des vésicules d’environ 200 nm de rayon est de 0,13 µm². 
40 000 vésicules de TriCat peuvent ainsi recouvrir le GUV. Chacune des vésicules de TriCat 
a un volume d’environ 0,034 µm3. Si les 40 000 vésicules de TriCat fusionnent avec le GUV, 
on aurait 1340 µm3 de solution contentant du glucose relarguée dans le GUV, le volume de 
celui-ci étant de 33 510 µm3. On obtiendrait donc une dilution de 1/25 de la solution de 
saccharose. Les résultats montrent ici que cette dilution est suffisante pour nous permettre 
d’identifier la perte de contraste par microscopie à contraste de phase. 
 
 Les résultats décrits ci-dessus montrent une fuite du contenu aqueux que les vésicules 
catanioniques relarguent lors de leur interaction avec les GUVs. 
 Dans l’objectif de valider ces résultats et de montrer qu’il est possible d’encapsuler dans 
ces vésicules une molécule hydrophile puis de la relarguer dans les GUVs par ce processus, 
une sonde fluorescente, le Texas Red est utilisée dans la suite. 
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Relargage d’une sonde fluorescente hydrophile
Les vésicules de TriCat sont formulées cette fois-ci dans du tampon constitué de 260 mM de 
glucose, 1 mM d’Hepes et 1 mM de NaCl et contenant 500 µM de Texas Red. Les vésicules 
de TriCat n’ont pas été isolées des molécules de Texas Red environnantes car la faible 
stabilité de ces vésicules nous empêche d’effectuer la séparation. Des GUVs de DPPC 
contenant 20% de cholestérol sont observés en microscopie confocale en absence et en 
présence des vésicules de TriCat contenant dans leur cœur aqueux la sonde hydrophile Texas 
Red. Les réglages du microscope sont optimisés pour détecter les faibles taux de fluorescence 
à l’intérieur des GUVs. Pour cela, l’extérieur des GUVs contenant une grande quantité de 
Texas Red est réglé pour être saturé et nous n’appliquons pas de seuil au niveau du logiciel de 
microscopie pour ne pas perdre de signal de fluorescence, nous conservons donc également le 
bruit dû à l’électronique. Les valeurs des intensités moyennes des GUVs pour chacune des 
conditions sont mesurées grâce au logiciel ImageJ ®. Elles sont reportées dans l’histogramme 


















Figure 64 : Relargage du Texas Red contenu dans les vésicules de TriCat dans les GUVs de DPPC + 20% de 
cholestérol. Les vésicules sont à une concentration de 2.10-5 M dans le tampon de pulsation constitué de 260 mM 
de glucose, 1 mM d’Hepes et 1 mM de NaCl et de 500 µM de Texas Red.  
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 La sonde Texas Red, de nature hydrophile, ne devrait pas traverser la membrane lipidique. 
Cependant, on observe de la fluorescence dans les GUVs. On considère donc que la valeur de 
fluorescence obtenue dans le cas des GUVs dans du Texas Red sans vésicules de TriCat est 
due à du bruit (électronique, quelques GUVs perméables, passage spontané du Texas Red à 
travers la membrane…). On analyse alors de nouveau les images pour lesquelles le Texas Red 
est encapsulé dans les vésicules de TriCat en retirant la valeur moyenne d’intensité considérée 
comme due au bruit. En effectuant la moyenne des intensités sur tous les GUVs (une dizaine), 
on obtient ainsi une valeur d’intensité moyenne absolue pour les GUVs ayant interagit avec 
les vésicules de TriCat de 12,2 ± 1,3. Comme les vésicules de TriCat mis en présence avec 
des GUVs n’entraînent pas de perméabilisation des GUVs, cette entrée de sonde fluorescente 
ne peut être due qu’à la fusion des vésicules avec les GUVs. 
2- Mécanisme d’interaction des vésicules de TriCat avec les GUVs 
 Nous avons observé que les vésicules de TriCat/FluoCat en grande concentration conduisent 
à la déstabilisation de la membrane des GUVs constitués de POPC, de DPPC ou d’Egg-PC. 
 Pour les monomères de TriCat, seuls les GUVs présentant des défauts de fluidité ou bien de 
rigidité permettent leur interaction. Pour les autres compositions de GUVs, les molécules de 
TriCat doivent nécessairement être sous forme vésiculaire pour interagir avec les membranes. 
 
 Nous nous intéressons à présent au mécanisme d’interaction ayant lieu sans déstabilisation 
de la membrane. Nous avions conclu précédemment, que cette interaction pouvait être soit de 
l’adhésion des vésicules de TriCat sur la membrane, soit de la fusion entre les vésicules et les 
GUVs. Les expériences décrites ci-dessus permettent de discriminer ces deux cas distincts. En 
effet, nous avons observé dans ces deux expériences que lorsque des GUVs et des vésicules 
de TriCat étaient mis en présence, il y avait relargage du contenu aqueux des vésicules. Nous 
pouvons donc conclure qu’un processus de fusion existe entre les deux systèmes. 
 
 Dans l’objectif de proposer un mécanisme du processus de fusion ayant lieu entre ces GUVs 
et ces vésicules catanioniques, nous nous intéressons maintenant aux caractéristiques physico-
chimiques de ces deux systèmes et plus particulièrement aux potentiels de surface qui leur 
sont associés.  
 Les liposomes composés de PC possèdent un potentiel ζ égal à 0 (Pasquale, Winiski et al. 
1986) alors que les vésicules de TriCat à 1.10-4 M possèdent un potentiel ζ égal à -30 mV. La 
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membrane des GUVs n’étant pas chargée globalement, il n’y a pas d’interactions répulsives 
entre les vésicules de TriCat et les GUVs. Comme c’est le cas des anions composant la 
couche de Gouy-Chapman, les vésicules de TriCat viennent en contact des surfaces 
membranaires des GUVs. Une différence de potentiel apparaît alors entre les deux systèmes. 











x exp)( ς , il est possible de calculer le potentiel d’un point situé à une distance 
donnée des vésicules de TriCat. Pour une distance égale à la longueur de Gouy-Chapman 
(égale à 306 nm ici), on obtient un potentiel de -11 mV. Cette différence de potentiel induit 
l’apparition d’un champ électrique endogène entre les deux systèmes. Plus les deux surfaces 
sont proches, plus ce champ électrique est élevé. A la distance LGC, ce champ électrique vaut 














 Figure 65 : Schéma représentant les potentiels intervenant dans les interactions entre des GUVs composés de 
PC (en bleu) et des vésicules de TriCat (en vert). La courbe violette représente l’allure du potentiel créé par la 
vésicule de TriCat. La courbe rouge représente l’allure de l’évolution du champ électrique endogène créé entre 
les deux surfaces. 
 
 Lorsque les surfaces des GUVs et des vésicules de TriCat sont suffisamment proches, le 
champ électrique endogène permet, tout d’abord, la déstabilisation des molécules d’eau 
interfaciales nécessaire à l’apparition de l’état fusogène. Cet état de déstabilisation permet 
d’inhiber la barrière d’énergie et donc de rapprocher suffisamment les deux systèmes. 
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Lorsque les deux systèmes sont en contact, le champ électrique endogène plus intense permet 
une déstabilisation de la membrane de la vésicule lipidique. Cette déstabilisation est d’autant 
plus intense que des défauts de fluidité, de rigidité ou bien d’interfaces de phase sont présents. 
En effet, la présence de ces défauts met le système de GUVs dans un état correspondant à un 
minimum local d’énergie. L’insertion de molécules de molécules de TriCat de type détergent 
permettrait d’atteindre un minimum d’énergie plus bas en s’insérant au niveau des interfaces 
ou bien en rendant sphériques des vésicules lipidiques qui ne l’étaient pas (Figure 66). De 












 Figure 66 : Diagramme énergétique des interactions entre des GUVs composés de PC (en bleu) et des 
vésicules de TriCat (en vert). (1) La création d’un champ électrique endogène entre les surfaces des liposomes et 
des vésicules de TriCat induit une déstabilisation des molécules d’eau interfaciales permettant aux deux surfaces 
de se mettre en contact et donc d’inhiber la barrière d’énergie. (2) La déstabilisation des membranes et 
l’insertion des molécules de TriCat au sein de la membrane lipidique permet au système de diminuer l’énergie du 
système en le stabilisant. 
 
 Les liposomes composés de phospholipides PC et PS possèdent un potentiel ζ égal à -13,8 
mV (Pasquale, Winiski et al. 1986). Ils sont donc, tout comme les vésicules de TriCat, 
globalement chargés négativement. Des interactions électrostatiques répulsives entre les deux 
systèmes rentrent alors en jeu ici. On considère l’épaisseur de la couche de Gouy-Chapman 
comme distance maximale pouvant donner lieu à des interactions entre les GUVs et les 
vésicules de TriCat. A la distance LGC, le potentiel crée par les vésicules de TriCat est de -11 
mV et le potentiel créé par les GUVs est de -5,1 mV. Ces deux potentiels négatifs provoquent 
une interaction répulsive entre les deux systèmes et un champ électrique endogène ne peut pas 
être créé ici. Les deux systèmes ne peuvent donc pas passer la barrière énergétique et ne 
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peuvent donc pas fusionner. Les allures des potentiels (Parsegian and Gingell 1972; 













 Figure 67 : Schéma représentant les potentiels intervenant dans les interactions entre des GUVs composés de 
PC/PS (en bleu) et des vésicules de TriCat (en vert). La courbe verte représente l’allure du potentiel créé par la 






















 Dans cette partie, nous avons étudié les interactions entre des vésicules de TriCat et des 
GUVs de différentes compositions. Nous avons tout d’abord mis en évidence que les 
interactions entre ces deux systèmes dépendaient d’une part de l’état de phase du système et 
d’autre part des interactions électrostatiques entre les deux systèmes. Nous avons également 
montré que le mécanisme d’interaction entre ces deux systèmes conduisait à de la fusion avec 
une insertion des molécules de TriCat dans la membrane des GUVs. 
 











Figure 68 : Schéma récapitulatif des interactions entre des vésicules de TriCat et des GUVs de PC. 
 
 Ce processus de fusion n’est possible que dans le cas où il n’y a pas d’interactions 
électrostatiques répulsives entre les deux systèmes et dans le cas où les phases lipidiques des 
liposomes contiennent des défauts permettant une déstabilisation plus efficace de 
l’organisation lipidique. Cette désorganisation est induite par la création d’un champ 
électrique endogène dû au fait que le potentiel zêta des vésicules catanioniques n’est pas nul. 
Ce champ électrique endogène a également pour effet de déstabiliser les molécules d’eau 
interfaciales des deux systèmes pour leur permettre d’inhiber la barrière d’énergie, processus 
nécessaire à la création d’un état fusogène. 
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 Nous observons donc ici que le seul fait d’avoir une membrane lipidique  hétérogène en 
termes de défauts et la présence d’un champ électrique endogène permet la fusion avec des 
vésicules catanioniques.  
  
Cette étude fera l’objet d’une publication actuellement en cours de rédaction. 
 
 Cette propriété d’interaction entre les membranes et ces vésicules catanioniques pourrait 
donc être utilisée en vectorisation. Dans un système biologique, on peut prévoir de relarguer, 
de façon spontanée, des molécules d’intérêt médical dans le cytoplasme de cellules. En effet, 
comme nous l’avons décrit en introduction générale, les membranes plasmiques présentent 
des hétérogénéités latérales, tels que les microdomaines lipidiques, pouvant servir de points 
d’ancrage et de déstabilisation pour la fusion de vésicules catanioniques. 
 Les cellules eucaryotes possèdent de plus une machinerie protéique permettant l’endocytose 
de ces vésicules. 
 
 Une étude sur cellules est actuellement en cours dans le cadre de la collaboration avec 
Pauline Castagnos. Ces travaux seront présentés dans son manuscrit de thèse et feront 
également l’objet d’une autre publication. 
 Cette étude consiste tout d’abord à valider la présence du processus de fusion des vésicules 
catanioniques avec des cellules eucaryotes (CHO). Les expériences sont effectuées grâce aux 
mêmes protocoles utilisés dans ce travail effectué sur GUVs. Une deuxième partie de ce 
travail consistera à déterminer si des processus d’endocytose sont également impliqués dans 






























































 Dans l’objectif à long terme de participer à des expériences de vectorisation, nous nous 
sommes intéressés dans cette thèse aux mécanismes mis en jeu lors de la fusion d’auto-
assemblages lipidiques. Comme nous l’avons déjà décrit, la fusion d’assemblages lipidiques 
nécessite la déstabilisation des membranes lipidiques. C’est un processus contrôlé par la 
nature des interactions entre les deux systèmes à fusionner. Nous avons donc étudié la 
possibilité de déstabiliser des bicouches lipidiques de nature ou de composition lipidique 
différentes et permettant d’atteindre un état fusogène.  
 L’analyse des processus de fusion a montré deux types de mécanismes : (1) la fusion 
spontanée, sans apport d’énergie extérieure, mais permise grâce à la création d’un champ 
électrique endogène en utilisant des vésicules catanioniques et (2) la fusion induite par un 
apport d’énergie extérieur grâce à l’application d’un champ électrique exogène. 
 
 Dans la première partie, nous avons tout d’abord montré que l’application d’un champ 
électrique exogène sur une vésicule membranaire avait pour effet de la perméabiliser. La 
valeur seuil du champ électrique à appliquer dépend de la taille des molécules auxquelles la 
membrane doit être perméable. En effet, plus le champ électrique appliqué est important, plus 
la membrane est déstabilisée et plus il est facile pour une molécule donnée de la franchir. En 
conclusion, ces résultats sont en accord avec les valeurs de potentiels seuils trouvées dans la 
littérature. Ces différentes valeurs expérimentales, qui varient entre 200 mV et 1 V, peuvent 
être expliquées par la sensibilité de la méthode de détection. De plus, l’absence de seuil, 
prédite théoriquement par E. Neumann,  trouve ici une preuve expérimentale. 
 Pour observer la fusion de vésicules composées de phosphatidylcholine, nous les avons 
mises en contact grâce à la méthode de diélectrophorèse. Le potentiel zêta de ces vésicules 
étant nul, aucun potentiel n’est créé dans la couche de Gouy-Chapman. En conséquence, 
aucun champ électrique endogène n’est présent dans ce système de deux GUVs proches l’un 
de l’autre. La diélectrophorèse ne permet donc que la mise en contact mais ne permet pas la 
fusion des deux édifices membranaires. Une fois que les vésicules sont mises en contact, 
l’application d’une impulsion électrique DC permet de déstabiliser le système. Cette 
impulsion électrique induit tout d’abord une déformation des vésicules en contact. Un plan de 
contact se forme alors entre elles. Ce champ électrique exogène permet une déstabilisation des 
molécules d’eau interfaciales. Cet état permet d’inhiber la barrière d’énergie gouvernée par 
les forces d’hydratation et d’ondulation. Le champ électrique induit également une perte de 
matériel membranaire permettant de créer un lien membranaire entre les deux vésicules. Dans 
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cette configuration, qui correspond à l’apparition de l’état fusogène, la fusion devient 
nécessaire pour minimiser les énergies et revenir dans un état de stabilité. 
 Par la suite, il sera intéressant d’étudier si la présence de défauts membranaires dans les 
vésicules facilite le processus de l’électrofusion.  
 Dans ce contexte, la technique de microfluidique, avec l’élaboration d’électrodes 
miniaturisées, permettrait de focaliser le champ électrique sur une surface micrométrique des 
systèmes membranaires mis en contact (Villemejane, Mottet et al. 2010). Ceci permettrait 
alors d’augmenter la résolution spatiale et temporelle de l’évènement de fusion et d’en 
caractériser les évènements précoces (fusion des membranes et mélange des contenus 
aqueux). 
 
 La seconde partie de cette thèse concerne l’étude des interactions entre vésicules 
catanioniques et GUVs et la mise en évidence des mécanismes de fusion membranaire de ces 
systèmes. Nous avons pu mettre en évidence que les interactions entre ces deux systèmes 
dépendaient, d’une part, de l’état de phase du système observé et, d’autre part, des 
interactions électrostatiques entre ces deux systèmes. Le relargage du contenu aqueux des 
vésicules de TriCat dans les GUVs a montré qu’un processus de fusion contrôlait ces 
interactions. Ce processus de fusion est accompagné d’une insertion des molécules de TriCat 
dans la membrane des GUVs et d’un mélange des contenus aqueux.  
 Pour que la fusion soit effective il est nécessaire d’avoir une désorganisation de l’édifice 
membranaire permettant aux molécules catanioniques de s’insérer dans la membrane. Cette 
désorganisation est ici induite par la création d’un champ électrique endogène dû au potentiel 
zêta des vésicules catanioniques. Ce champ électrique endogène a également pour effet de 
déshydrater les surfaces des deux systèmes pour leur permettre d’inhiber la barrière d’énergie 
résultant des forces d’ondulation et d’hydratation. La déstabilisation des molécules d’eau 
interfaciales est un processus nécessaire à la création d’un état fusogène. 
 Il faut noter que le champ électrique endogène créé entre une vésicule catanionique et un 
GUV est du même ordre de grandeur que le champ électrique exogène appliqué sur un couple 
de GUVs. La même énergie est ainsi apportée au système. Dans un cas, cette énergie est 
endogène, alors que dans l’autre cas, elle est exogène. 
 Cependant, le processus de fusion n’est possible que dans le cas où il n’y a pas 
d’interactions électrostatiques répulsives entre les deux systèmes et dans le cas où les phases 
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lipidiques des liposomes contiennent des défauts permettant une déstabilisation plus efficace 
de l’organisation lipidique. 
 Nous observons donc ici que la présence d’un champ électrique endogène sur un système 
lipidique  hétérogène dans lequel il y a des défauts (interfaces lipidiques entre deux phases, 
fluidité membranaire ou bien jonction entre bicouches planes pour les édifices en phase gel) 
suffit pour induire la fusion de liposomes avec des vésicules catanioniques. 
 
 Les systèmes biologiques étant des systèmes contenant de fortes hétérogénéités 
transversales (différents types de lipides, présence de microdomaines lipidiques, différences 
d’épaisseur de la partie hydrophobe…), on peut envisager d’utiliser des vésicules 
catanioniques pour relarguer, de façon spontanée des molécules d’intérêt médical dans le 
cytoplasme de cellules. Sachant que les cellules vivantes possèdent également une machinerie 
protéique permettant l’endocytose de molécules ou vésicules, on peut penser que le processus 
d’endocytose puisse être utilisé pour transférer, dans le cytoplasme, des molécules 
amphiphiles préalablement insérées dans la bicouche des vésicules catanioniques.  
 Nous caractérisons actuellement la possibilité d’effectuer de la vectorisation chimique en 
utilisant les vésicules catanioniques comme vecteurs et des cellules CHO comme système 
cellulaire. Des expériences de microscopie électronique avec des nanoparticules d’or 
encapsulées dans les vésicules catanioniques sont envisagées dans l’objectif d’augmenter la 
résolution spatiale pour caractériser les processus de vectorisation. Ceci permettra de 
s’affranchir de la possibilité d’insertion ou d’entrée spontanée des sondes fluorescentes ainsi 
que de la possibilité de modifier la nature des systèmes et les interactions, phénomènes 
observés lors de l’insertion de molécules fluorescentes dans des bicouches. 
 
 En conclusion, ce travail a permis de montrer que l’application ou la création d’un 
champ électrique d’une intensité voisine de 3 kV/cm, endogène ou exogène, induisait la 
fusion entre auto-assemblages lipidiques. Cette fusion est contrôlée par différents 
paramètres tels que les interactions électrostatiques entre les deux systèmes à fusionner, les 
défauts présents dans les systèmes membranaires utilisés et la possibilité de déstabiliser 



















































Lipides et marqueurs fluorescents 
 
Lipides et analogues de lipides fluorescents 
Les lipides utilisés pour former les vésicules unilamellaires géantes (GUVs) sont : 
 

























 Tableau 3 : Noms et caractéristiques des lipides utilisés pour la production de vésicules unilamellaires géantes. 
 
 
Tous les lipides viennent de chez Avanti Polar Lipids ® (références dans l’ordre du 
tableau : 840051 ; 850375 ; 850457 ; 860345 ; 850355 ; 700000). 
 
Pour observer la membrane de ces vésicules, un analogue de lipide fluorescent a été inséré 
dans la bicouche lipidique : le L-α-Phosphatidylethanolamine-N-(lissamine rhodamine B 
sulfonyl) (Ammonium Salt) (Egg Liss Rhod PE) de chez Avanti Polar Lipids ® (810146). 
 
Les lipides sont conservés dans une solution chloroformique à 500 µg/mL à -20°C. La 
pureté de ces différents composés a été vérifiée par chromatographie sur couche mince en 








Pour la détection de l’électroperméabilisation, une sonde sensible au calcium a été utilisée : 
le Calcium Green 2 (CaGr2) de chez Molecular Probes/Invitrogen ® (C3730) (Figure 69). Sa 
masse moléculaire est de 1665,58 g/mol. Le CaGr2 se lie aux ions calcium ou manganèse et 
forme alors un complexe de fluorescence accrue de longueur d’onde d’excitation, 503 nm et 
de longueur d’onde d’émission, 536 nm. L’affinité du CaGr2 avec le calcium est donnée par 
son Kd qui est égal à 550 nM. L’affinité du CaGr2 avec le manganèse est environ cent fois 
plus faible qu’avec le calcium. D’autre part, l’intensité de fluorescence à saturation du 



























 Figure 69 : Caractéristiques de la sonde sensible au calcium, le Calcium Green 2. (A) Structure du CaGr2. (B) 
Différence d’intensité de fluorescence émise à saturation du CaGr2 entre les deux complexes CaGr2-Mn2+ et 










Préparation des GUVs 
 
Préparation des mélanges de solutions en chloroforme 
 La première étape est de préparer les mélanges de solutions lipidiques en chloroforme 
suivant la composition souhaitée des membranes des GUVs. 
 250 µg de lipides (ou mélange de lipides) sont resuspendus dans 500 µL de chloroforme. On 
obtient alors une solution chloroformique à 500 µg/mL. Si on souhaite que la membrane soit 
marquée, on ajoute 1% (mol/mol) d’analogue de lipide fluorescent Egg Liss Rhod PE. 
 
 Ce mélange en solution chloroformique est conservé dans de petites fioles en verre (VWR® 
548-1209) avec un bouchon en téflon à -20°C. 
 
Préparation de la chambre d’électroformation des GUVs 
 
 Les GUVs sont formés par électroformation sur des lames d’Indium Tin Oxide (ITO) 
conducteur. L’ITO n’est déposé que d’un seul côté de la lame. Il est possible de détecter ce 
côté en mesurant la résistance électrique entre deux points d’un même côté de la lame. Le côté 
de la lame recouvert d’ITO est conducteur et possède donc une résistance finie. 
 Une bande de cuivre adhésif de 36 µm d’épaisseur est collée sur la lame, repliée des deux 
côtés de la lame. Du côté non conducteur, on soude un fil électrique sur le cuivre (Figure 70). 
 On dépose ensuite 15 µL du mélange de solutions en chloroforme préparé ci-dessus à la 
surface de l’ITO sur chacune des lames. Ce dépôt est effectué à l’aide d’un patron circulaire 
représentant le joint qui servira à éloigner les deux lames lors de l’application du champ 
électrique. Les lipides doivent être étalés de la façon la plus homogène possible sur toute la 
surface à l’aide d’une seringue Hamilton (référence 80500/00). 
 Les deux lames sont ensuite placées sous vide pendant deux heures dans une boîte opaque 






















Figure 70 : Chambre d’électroformation des GUVs. Cette chambre, présente deux compartiments permettant 




Préparation du tampon de formation des GUVs 
 Le tampon utilisé lors de la formation des GUVs est composé de 240 mM de saccharose 
dissout dans de l’eau Milli-Q. La conductance électrique de ce tampon est : λin = 17,1 µS/cm 
et l’osmolarité est : Osm = 240 mOsm/L. 
 Dans le cas des GUVs contenant du Calcium Green 2, la concentration souhaitée (25 µM ou 
1,5 µM) de CaGr2 est ajoutée au tampon de formation. 
 
Electroformation des GUVs 
La formation des GUVs se fait à l’aide de l’application d’un champ électrique (Angelova 
and Dimitrov 1986). Les deux lames ITO sont superposées séparées par un joint de silicone 
(Cette chambre a été réalisée suite aux conclusions des travaux de C. Favard, E. Phez et J. 
Teissié).  Les deux câbles électriques sont branchés à la sortie d’un générateur basse tension 
Exact®. L’amplitude des tensions délivrées par le générateur est contrôlée à l’aide du logiciel 
Picoscope®. 
 
Selon la composition des GUVs souhaitée, les paramètres de formation peuvent différer. 
 
GUVs composés de POPC, DOPC, Egg-PC, DMPC et DPPC : 
 
On effectue la formation à 25°C pour POPC, DOPC, Egg-PC, à 30°C pour DMPC et à 50°C 
pour DPPC. On applique une rampe de tension sinusoïdale de fréquence 8 Hz de 25 mV à 




la tension de 1225 mV durant une nuit. Puis on applique une tension créneau de fréquence 4 
Hz et d’amplitude 1225 mV pendant une heure pour décrocher les GUVs formés. 
 
GUVs composés de Egg-PC, POPC ou DPPC avec du cholestérol : 
 
On effectue la formation à 40°C. On applique une rampe de tension sinusoïdale de 
fréquence 8 Hz de 25 mV à 1225 mV en augmentant de 100 mV en 100 mV toutes les cinq 
minutes. Ensuite, on maintient la tension de 1225 mV durant une nuit. Puis on applique une 
tension créneau de fréquence 4 Hz et d’amplitude 1225 mV pendant une heure pour décrocher 
les GUVs formés. 
 
 Les GUVs ainsi formés mesurent entre 10 et 80 µm de diamètre. Ils sont ensuite conservés 
dans des fioles en verre à 4°C pendant environ une semaine. 
 Les lames ITO sont ensuite nettoyées à l’éthanol puis à l’eau et peuvent être réutilisées. 
 
Unilamellarité des GUVs produits par électroformation  
Il a été montré que les GUVs produits par la méthode d’électroformation étaient 
unilamellaires (Mathivet, Cribier et al. 1996). Nous vérifions ici que dans nos conditions de 
formation, les GUVs produits sont effectivement unilamellaires. 
Pour se faire, la première étape a été de former des GUVs constitués d’Egg PC et de 1% 
(mol/mol) de Egg Liss Rhod PE. Si on note f, la fluorescence par unité de surface pour une 
couche lipidique et F, la fluorescence totale du GUV, alors, dans le cas d’un GUV 
unilamellaire, on aura : F = 2 f S (avec S la surface totale du GUV). Le facteur 2 provient du 
fait qu’un GUV est formé d’une bicouche et donc de 2 monocouches lipidiques. Or, comme S 
= 4pir², alors Funi = 8pifr². 
Dans le cas d’un GUV bilamellaire : Fbi = 16pifr². Pour des GUVs multilamellaires, on aura 
donc : Fmulti = apifr², avec a un multiple aléatoire de 8 supérieur à 8. 
 
On mesure donc l’intensité totale d’une centaine de GUVs puis on trace F en fonction de r². 
Dans le cas où les GUVs sont unilamellaires, on attend une variation linéaire de la 
fluorescence totale en fonction de r² d’une pente égale à 8pif. Si les GUVs sont 




Nous obtenons ici, une seule droite (Figure 71) indiquant que les GUVs produits par la 
















Figure 71 : Etude de l’unilamellarité des GUVs produits par électroformation. La fluorescence totale a été 
mesurée pour 100 GUVs On observe bien une variation linéaire de la fluorescence totale en fonction de r². Cette 
variation montre donc que les GUVs sont unilamellaires. 
 
 
Observation et pulsation des GUVs 
 
Préparation de la chambre d’électropulsation des GUVs 
La chambre d’observation des GUVs est formée entre lame et lamelle. Sur la lame sont 
collées deux bandes de cuivre adhésif de 36 µm d’épaisseur séparées l’une de l’autre de 5 
mm. De ce fait, le champ électrique appliqué est égal au rapport de l’amplitude appliquée à 
l’aide du générateur par la distance d entre les électrodes (0,5 cm pour les expériences 
d’électropulsation et 0,1 cm pour les expériences d’électrofusion) : 
d
VE = . Sur ces deux 
bandes sont déposées deux épaisseurs de parafilm puis la lamelle. La chambre est ensuite 
déposée sur une plaque électrique chauffée 200°C pour faire fondre le parafilm et ainsi coller 
la lamelle. Des fils électriques sont ensuite soudés sur les bandes de cuivre dans le but 
d’appliquer un champ électrique dans la chambre d’observation entre les électrodes (Figure 
72) (Cette chambre a été conçue par C. Favard). 
 
 







































Figure 72 : Chambre d’électropulsation des GUVs. Les GUVs, insérés entre lame et lamelle entre les deux 
électrodes de cuivre sont ensuite dilués dans le tampon de pulsation. 
 
 
Préparation des tampons de pulsation des GUVs 
Différents tampons de pulsation ont été utilisés lors de cette étude. Tous sont ajustés au pH 
7,35 et préparés à l’aide d’eau Milli-Q. 
 
Tampon utilisé lors des expériences de diminution de taille effectuées en contraste de 
phase : 
 
260 mM de glucose 
1 mM de NaCl 
1 mM du couple KH2PO4/K2HPO4 
La conductivité électrique de ce tampon est : λex = 343 µS/cm (λin /λex = 0,050) 
 
Tampons utilisés lors des expériences avec le CaGr2 : 
 
Tampons calcium 
260 mM de glucose 
1 mM de NaCl 
1 mM d’Hepes 
100 µM de CaCl2 / 1 mM de CaCl2 /2, 5 mM de CaCl2 
Les conductivités électriques de ces tampons sont respectivement : 





260 mM de glucose 
1 mM de NaCl 
1 mM d’Hepes 
100 µM d’EDTA
 
La conductivité électrique de ce tampon est : λex = 346 µS/cm (λin /λex = 0,049) 
 
Tampon manganèse  Osm = 268 mOsm/L 
260 mM de glucose 
1 mM de NaCl 
1 mM d’Hepes 
2 mM de MnCl2 
La conductivité électrique de ce tampon est : λex = 475 µS/cm (λin /λex = 0,036)  
 
Tampons pour la déformation des vésicules 
 
Tampon hyperosmotique sans NaCl  Osm = 262 mOsm/L 
260 mM de glucose 
1 mM d’Hepes 
La conductivité électrique de ce tampon est : λex = 85 µS/cm (λin /λex = 0,201) 
 
Tampon hyperosmotique avec 1 mM NaCl  Osm = 260,3 mOsm/L 
258,3 mM de glucose 
1 mM d’Hepes 
1 mM de NaCl 
La conductivité électrique de ce tampon est : λex = 257 µS/cm (λin /λex = 0,067) 
 
Tampon hyperosmotique avec 5 mM NaCl  Osm = 261,7 mOsm/L 
251,7 mM de glucose 
1 mM d’Hepes 
5 mM de NaCl 





Tampon isoosmotique sans NaCl  Osm = 240 mOsm/L 
240 mM de glucose 
1 mM d’Hepes 
La conductivité électrique de ce tampon est : λex = 88 µS/cm (λin /λex = 0,194) 
 
Tampon isoosmotique avec 1 mM NaCl Osm = 240 mOsm/L 
238,4 mM de glucose 
1 mM d’Hepes 
1 mM de NaCl 
La conductivité électrique de ce tampon est : λex = 237 µS/cm (λin /λex = 0,072) 
 
Tampon isoosmotique avec 5 mM NaCl Osm = 240 mOsm/L 
231,7 mM de glucose 
1 mM d’Hepes 
5 mM de NaCl 
La conductivité électrique de ce tampon est : λex = 512 µS/cm (λin /λex = 0,033) 
 
Tampon hypoosmotique sans NaCl  Osm = 230 mOsm/L 
230 mM de glucose 
1 mM d’Hepes 
La conductivité électrique de ce tampon est : λex = 104 µS/cm (λin /λex = 0,164) 
 
Tampon hypoosmotique avec 1 mM NaCl  Osm = 230,3 mOsm/L 
228,3 mM de glucose 
1 mM d’Hepes 
1 mM de NaCl 
La conductivité électrique de ce tampon est : λex = 203 µS/cm (λin /λex = 0,084) 
 
Tampon hypoosmotique avec 5 mM NaCl  Osm = 231,7 mOsm/L 
221,7 mM de glucose 
1 mM d’Hepes 
5 mM de NaCl 




Tampon pour la fusion et les interactions avec les TriCat 
 
260 mM de glucose 
1 mM de NaCl 
1 mM d’Hepes 
La conductivité électrique de ce tampon est : λex = 260 µS/cm (λin /λex = 0,066) 
 
Observation des GUVs 
Pour observer les GUVs, est introduit, dans la chambre d’observation, 50 µL de tampon de 
pulsation et 0,5 µL de solution contenant les GUVs formées préalablement. Avant toute 
observation, on laisse les GUVs se stabiliser dans la chambre pendant dix minutes. 
 
 Les GUVs sont observés sous microscope inversé Leica DM IRB® à l’aide d’un objectif à 
contraste de phase x40, PHACO 2 et à air. La source est une lampe halogène.  Ce microscope 
possède un dispositif d’anneaux de phase permettant des observations en contraste de phase, 
les indices extérieurs et intérieurs des GUVs étant différents du fait des tampons utilisés. Une 
lampe à mercure est utilisée pour illuminer les échantillons fluorescents. Les échantillons sont 
observés grâce à un miroir dichroïque à une excitation de  488 nm pour exciter le CaGr2 et 
550 nm pour exciter la lissamine rhodamine B ou bien par contraste de phase grâce à une 
lampe halogène. Ce microscope possède un cube dichroïque permettant d’illuminer les 
échantillons sous différentes longueurs d’onde. Les images sont acquises avec un temps 
d’exposition de 25 ms (excepté pour les expériences de déformations pour lesquelles le temps 
d’exposition est de 10 µs). 
  
 Les acquisitions sont effectuées via une caméra CCD rapide Quantem 512SC® reliée à un 
ordinateur. Le logiciel d’acquisition utilisé est Métavue®. Les images sont prises avec un 
temps d’exposition de 25 ms. 
 
Pulsation des GUVs 
 Un champ électrique est appliqué dans la chambre entre les deux électrodes par 
l’intermédiaire d’un générateur haute tension βtech® unipolaire. On applique toujours 10 





 Comme indiqué dans les spécifications du constructeur, la tension affichée par le générateur 
ne correspond pas à la tension réelle délivrée entre 1 et 100V. Une courbe de correspondance 
entre la tension demandée au générateur (affichée sur le générateur) et la tension 
effectivement délivrée a été effectuée (Figure 73). Les champs électriques déterminés dans 
















 Figure 73 : Caractéristique de la correspondance entre la tension affichée sur le générateur et la tension 
effectivement délivrée par le générateur. Pour toutes les études faisant intervenir un champ électrique, la tension 
réelle est prise en compte. 
 
 
 L’observation des effets de la pulsation sur les GUVs est effectuée en prenant une image du 
GUV avant pulsation puis quelques secondes après pulsation. Dans le cas des images de 
fluorescence, la différence entre ces deux images prises avant et après impulsions permet de 
visualiser l’effet du champ électrique en termes de perméabilisation de la membrane, en 
fournissant une visualisation quantitative des termes d’échange induits. 
 
Traitement des images acquises 
 Une image avant toute impulsion est acquise et toutes les autres images sont traitées en 
fonction de cette première acquisition. 
 Dans un premier temps on effectue une différence entre les images pour identifier des 
modifications d’intensité. L’image avant impulsion est soustraite à celle après impulsion 
lorsqu’on veut identifier une augmentation d’intensité de fluorescence et le calcul inverse est 
effectué pour visualiser une diminution d’intensité de fluorescence. Les soustractions sont 
effectuées à l’aide du logiciel Métavue® et à la soustraction des images, le logiciel ajoute le 
Matériels et Méthodes
 




























chiffre 1. Cette approche nous affranchit des problèmes de décalages dus à l’électronique et 
au bruit noir. 
 Ces différences d’images sont ensuite traitées avec le logiciel ImageJ® avec lequel on 
applique un filtre médian à 4 pixels sur chacune des images soustraites, les profils d’intensité 
(Analyze  Plot Profile) de chaque GUV sont tracés. La valeur de l’intensité considérée dans 








 Figure 74 : Principe du traitement d’image. L’image de gauche est la soustraction des images prises avant 
l’impulsion électrique et après une impulsion électrique de 10 V/cm. Un filtre médian à 4 pixels lui a été 
appliqué. Le profil d’intensité présenté à droite est tracé le long du trait bleu présent sur l’image. La moyenne du 
plateau, représentée par le trait rouge, représente la valeur d’intensité prise en compte prise en compte pour 
tracer les graphes des intensités en fonction de la valeur du champ électrique appliqué au GUV. 
 
Observation des déformations des GUVs 
 Pour visualiser les déformations des GUVs, il est nécessaire d’observer la vésicule juste à la 
fin de l’impulsion électrique. Une image des 10 dernières µs de l’impulsion de 100 µs est 
prise. Le microscope inversé Leica DM IRB® équipé de l’objectif à air x40 a été utilisé. Sur 
ce microscope a été monté une LED verte Luxeon® d’une puissance de 3 W en transmission. 
Entre cette LED et l’objectif est placée une lentille convergente de distance focale 2 cm pour 
focaliser le faisceau lumineux dans l’objectif. Les images sont prises en contraste de phase. 
La LED est branchée à un générateur TTI TGP110® qui génère des impulsions DC et est 
déclenché avec un délai de 90 µs après le début de l’impulsion électrique. Ce générateur TTI 
TGP110® et la caméra EMCCD Quantem 512SC® montée sur le microscope sont 
synchronisés par le générateur d’impulsions unipolaire à haute tension βtech®. En 
conséquence, on ne prend une image de la vésicule que durant les dix dernières µs de 
l’impulsion électrique (Figure 75). 





















 Figure 75 : Schéma électrique et photos du dispositif de prise d’images de durée 10 µs déclenchées à un 
moment donné. 
 
Les images sont acquises via le logiciel Métavue®. Les profils d’intensité le long des 
vésicules sont ensuite tracés. La membrane est détectée par un pic d’intensité (Figure 76). 
L’excentricité de chaque vésicule est ensuite calculée en faisant le rapport de sa taille prise 







 Figure 76 : Principe du traitement d’image pour visualiser des déformations. L’image de gauche est l’image 
prise grâce à la méthode décrite ci-dessus. Le profil d’intensité présenté à droite est tracé le long du trait bleu 
présent sur l’image. Le diamètre du GUV est mesuré entre les deux pics d’intensité caractéristiques de la 






Fusion de GUVs  
 
Diélectrophorèse 
 La diélectrophorèse est définie comme le mouvement de matière causé par les effets de 
polarisation dans un champ électrique non uniforme (Pohl 1951; Pohl 1958). Ce phénomène 
ne nécessite pas l’utilisation de molécules globalement chargées, contrairement à 
l’électrophorèse. Tout dipôle possède une séparation de charges partielles plus et moins. 
L’application d’un champ électrique alternatif entraîne une orientation du dipôle selon ce 
champ. Une force sera alors créée et le dipôle sera déplacé. Dans le cas où la permittivité des 
particules en mouvement est supérieure à celle de milieu de suspension, les particules seront 
attirées dans les régions de fort champ électrique. Cependant, si la permittivité des particules 
en mouvement est inférieure à celle du milieu de suspension, les particules se dirigeront vers 
les zones de faible champ électrique. 
 
 Lorsque des vésicules géantes sont soumises à un champ électrique non uniforme, leurs 
dipôles induits s’alignent le long des lignes de champ. On observe donc une agrégation des 
vésicules les unes à la suite des autres sous forme de « collier de perles » le long des lignes de 
champ électrique. 
 Les conditions utilisées sont les suivantes (Bertsche and Zimmermann 1988) : 
- Signal sinusoïdal 
- Fréquence f = 1,7 MHz 
- Champ électrique E = 180 V/cm 
Ces conditions permettent d’avoir des doublets de vésicules en environ 1 minute et des 
« colliers de perles » en environ 3-4 minutes, ce qui donne un temps suffisant pour faire la 
mise au point sur des doublets de vésicules.  
 Le générateur utilisé est un Agilent® 33220A, 20 MHz. Il est règlé sur 18 V pic à pic. Pour 
la chambre d’observation les électrodes sont espacées de 1 mm. Le champ électrique obtenu 
est alors de 180 V/cm. Plus le champ électrique est fort plus la diélectrophorèse se fait 
rapidement. 
 
Fusion de GUVs 
 Après avoir mis deux vésicules en contact par diélectrophorèse, celle-ci est stoppée et une 




L’application de l’impulsion se fait de façon concomitante à l’arrêt de la diélectrophorèse 
grâce à un interrupteur permettant de passer d’un générateur à l’autre. Une série d’images 
espacées de 500 ms et de temps d’exposition 500 ms est enregistrée par l’intermédiaire de la 
caméra et envoyée sur l’ordinateur relié à cette caméra CCD. Les rayons des GUVs avant le 
processus de fusion et celui du GUV résultant sont mesurés en traçant les profils d’intensité 
de chacune des vésicules ; le diamètre est mesuré entre les deux pics d’intensité 












 Figure 77 : Principe du traitement d’image pour visualiser les rayons des GUVs avant et après fusion. L’image 
de gauche est l’image prise avant fusion, pendant la diélectrophorèse ; l’image de droite est prise après fusion 
des deux vésicules. Les profils d’intensité sont tracés le long des traits bleus présent sur les images. Les 
diamètres des GUVs sont mesurés entre les deux pics d’intensité caractéristiques de la membrane, représentés 
par les traits rouges. 
 
 
Synthèse des vésicules de TriCat (Soussan, Mille et al. 2008) 
 
Synthèse du tensioactif catanionique fluorescent FluoCat 
L’acide 12-(N-(7-nitrobenz-2oxa-1,3-diazol-4-yl)amino)dodecaoique est additionné à un 
équivalent de N-hexadecylamino-1-deoxylactitol en solution dans l’eau pour conduire à une 
suspension hétérogène. Le milieu réactionnel est maintenu sous agitation à température 
ambiante jusqu’à ce que le réactif de départ, insoluble, disparaisse. Le produit de la réaction 





Synthèse des vésicules de TriCat 
 Une fois les tensioactifs synthétisés, les vésicules sont obtenues par quinze minutes de 
sonication d’une solution aqueuse contenant la poudre de tensioactif TriCat dans le cas des 
vésicules non fluorescentes, ou à partir d’un mélange de poudres 95% de TriCat pour 5% de 
tensioactif fluorescent en masse. Pour obtenir les vésicules, il suffit de se placer à une 
concentration supérieure à la concentration d’agrégation critique égale à 5.10-5 M dans l’eau. 
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Abstract Electropulsation is one of the nonviral methods
successfully used to deliver genes into living cells in vitro
and in vivo. This approach shows promise in the field of
gene and cellular therapies. The present review focuses on
the processes supporting gene electrotransfer in vitro. In the
first part, we will report the events occurring before, during,
and after pulse application in the specific field of plasmid
DNA electrotransfer at the cell level. A critical discussion
of the present theoretical considerations about membrane
electropermeabilization and the transient structures in-
volved in the plasmid uptake follows in a second part.
Keywords Electropermeabilization . Electroporation . Gene
electrotransfer . Biophysical mechanisms .Membranes
Introduction
Electropermeabilization results from a controlled applica-
tion of electric pulses to cells, leading to their transient and
reversible membrane permeabilization (Neumann et al.
1989; Teissié et al. 2005; Escoffre et al. 2007). This
process brings new properties to the cell plasma membrane,
which, besides being permeabilized, becomes fusogenic
and allows exogenous proteins to be inserted in it. Electro-
permeabilization is used to introduce a large variety of
molecules into many different cells in vitro (Orlowski and
Mir 1993; Eynard et al. 1997). Clinical applications of the
method are now under development as results of the EU
Cliniporator and ESOPE programs. A local anti-tumoral
drug delivery to patients (a method called electrochemo-
therapy) is in clinical trials in tens of hospitals through
Europe (Mir et al. 1995; Cemazar and Sersa, 2007; Sersa et
al. 2008; Mir et al. 1998, 2006). The most frequent
application of electric field-induced membrane permeabili-
zation is the transfer and expression of genes into
mammalian cells. However, this application not only
involves the introduction of DNA into cells, but also
depends on subsequent cellular processes (Weaver and
Chizmadzhev 1996). The transfer of naked DNA plasmid
and the expression of the gene of interest are enhanced by
electropulsation into different tissues, including the skeletal
muscle (Aihara and Miyazaki 1998; Mir et al. 1999), liver
(Heller et al. 1996; Liu and Huang 2002), skin (Titomirov
et al. 1991; Vandermeulen et al. 2007), and tumors (Rols et
al. 1998a). The transfection efficiency of this physical
method in vivo is still low compared to the viral vectors.
However, due to the ease with which it is performed and its
speed, reproducibility, and safety, gene electrotransfer holds
a great potential for clinical application.
One of main limits of the widespread use of electro-
permeabilization is that very little is known about the
biophysical mechanisms supporting the reorganization of
the cell membrane (pore, electropore, defects?). The
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molecular target of the field effect remains unclear (Teissié
et al. 2005). The other main limit in gene electrotransfer
comes from the transfer inside the nucleus. In nondividing
cells, the nuclear envelope is an especially problematic
hurdle to gene transfer, which should take place through the
nuclear pore complex (Van der Aa et al. 2006, 2007;
Pouton et al. 2007). No direct biophysical method to alter
the nuclear envelope or pore has been reported (yet). A
successful approach is in modifying plasmid (pDNA)
vectors to enhance nuclear import through the NPC (Miller
and Dean 2009).
The present review focuses on the processes supporting
gene electrotransfer in vitro. The events occurring before,
during, and after pulse application leading to gene electro-
transfer will be described. Theoretical considerations about
membrane structures involved in the plasmid uptake will be
described in a (very) critical manner. In a companion paper,
in vivo gene electrotransfer and its clinical applications will
be addressed.
Biophysical mechanisms
In vitro biophysical considerations
Gene electrotransfer to mammalian cells is obtained by
mixing cells and plasmids in a biocompatible buffer
(control of pH, osmolarity, conductivity), then by applying
a well-controlled electric field pulse train (shape of pulses,
choice of field strength, pulse duration, number of pulses,
delay between pulses) and finally bringing the mixture into
a culture medium. Expression of the coded activity can be
detected after a couple of hours but reaches a high level
after 24 h (Golzio et al. 2004). Transfer of a large
polyelectrolyte across the membrane requires a transient
loss of cohesion of the proteolipidic assembly. This
dramatic event should nevertheless preserve the cell
viability to observe the expression of the activity coded
by the plasmid.
Experimental facts: events before, during,
and after electropulsation
The plasma membrane is not permeable to hydrophilic
molecules such as nucleic acids. Plasmid molecules, due to
their negative charge, cannot interact with the cell plasma
membrane that bears the same charge. DNA molecules
therefore cannot get access to the cytoplasm. No transfected
cells are detected in the absence of plasmid or when
plasmid is added after the electropulsation. The prepulse
incubation time is not very important but to avoid a
negative effect of exogenous nucleases should be kept
short and processed at a low temperature (Rols et al. 1994).
Indeed, gene expression is obtained after applying electric
pulses to plasmid/cell mixture after a short incubation
(Neumann et al. 1982; Klenchin et al. 1991; Wolf et al.
1994). These results are the same whatever the cell types
(bacteria, yeast, and mammalian cells) (Golzio et al. 1998;
Eynard et al. 1992; Ganeva et al. 1995). Preadsorption of
DNA on the mammalian cell surface is not requested and
was indeed reported to prevent expression (Neumann et al.
1982).
Gene electrotransfer is only detected for electric field
values leading to membrane permeabilization (Ec > Ep).
Transfection threshold values are the same as the ones for
cell permeabilization when millisecond pulses are applied
(Rols and Teissié 1998). Field strength is observed to have
a critical role. Plasmid molecules, negatively charged,
migrate when submitted to an electric field (Wolf et al.
1994; Neumann et al. 1992). In the “low” electric field
regime (i.e., Ec < Ep), plasmid simply electrophoretically
flows along the cell membrane towards the anode. It can be
trapped when divalent ions are present (Frantescu et al.
2005; Xie and Tsong 1993).
However, beyond a critical permeabilizing field value
(Ec > Ep), two main processes occur: (1) plasma membrane
is permeabilized (at the microsecond scale); (2) plasmid
undergoes the electrophoretic migration (at the millisecond
scale) and interacts with permeabilized membrane (Golzio
et al. 2002). Metastable plasmids/membrane complexes are
formed and grow as local aggregates (at the millisecond
scale). But once the field is turned off, the growth of the
plasmid aggregates is stopped. The plasmid/membrane
interaction is not homogeneously distributed on the
permeabilized areas but is detected in association with
membrane competent-like sites whose sizes range from 0.1
to 0.5 μm. This interaction takes place only when the
plasma membrane is under permeabilization (a field over
Ec must be present) (Golzio et al. 2002). It does not occur if
the plasmid molecules are added after electropermeabilizing
cells (Neumann et al. 1982; Tsong 1991; Klenchin et al.
1991). Recent works on electric field vectoriality show that
the plasmid/membrane interaction is not a simple accumu-
lation of plasmid at the membrane surface level, but a
plasmid “irreversible” insertion occurs into the permeabi-
lized membrane. No free plasmid diffusion into the
cytoplasm is detected as was proposed in older works
(Klenchin et al. 1991).
Under permeabilizing field conditions, the pulse duration
plays a critical role in the formation of the plasmid/
membrane complexes. These complexes are easily detected
when the pulse duration is at least 1 ms, but highly sensitive
technologies show that they are formed with shorter pulses
(unpublished data). This suggests that the density of defects
is critical in the plasmid/membrane interaction. Further-
more, this interpretation is supported by the observation
178 Biophys Rev (2009) 1:177–184
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that the plasmid content in the complex is under the control
of the field strength (E), the number of successive pulses
(N), and the pulse duration (T) (Golzio et al. 2002). The
time for reaction with the membrane of the plasmid dragged
against permeabilized membrane under the electrophoretic
migration is increased by long pulse durations. This again is
involved in the positive role of the pulse duration in gene
electrotransfer. This contribution of the pulse duration to
the plasmid/membrane interaction has already been illus-
trated by a complex dependence of the gene expression
(Wolf et al. 1994). The associated gene expression Expr is
shown to obey the following equation:




as long as the cell viability is not affected to a large extent by
the pulse duration (Golzio et al. 2002). All parameters are as
described above, with K being a constant and N, the number
of electric pulses. Its dependence on the plasmid concen-
tration is rather complex, as high levels of plasmids appear to
be toxic (Rols et al. 1992). The practical conclusion is that in
vitro an effective transfer is obtained by using long pulses in
order to drive the plasmid towards the permeabilized
membrane but with low field strength to preserve the cell
viability (Rols and Teissié 1998; Kubiniec et al. 1990).
Nevertheless, the gene transfection was obtained with short
long pulses in the pioneering experiments (Neumann et al
1982), in a very recent report (Kanduser et al. 2009), and
with stem cells (Ferreira et al. 2008).
Plasmid/membrane complex remains accessible to DNase
I, up to 60 s after the pulsation in the case of CHO cells. The
plasmid aggregates, which are anchored in the membrane
after the electric field application, remain sensitive to the
degrading action of the nucleases that were added externally
post-pulse, which are known not to cross the membrane
(Eynard et al. 1997). Nevertheless, the opposite observation,
reported as a protective effect against DNAse, was detected
when using a different protocol (Klenchin et al. 1991). More
than 2 s appears to be needed to get a stable plasmid/
membrane complex after a 5 ms pulse (Phez et al. 2005).
Several minutes after the electropulsation, plasmids are still
present on/in the cell surface. The biophysical structure of
the membrane plasmid complex has to be explained.
Plasmids leave the complex and diffuse in the cytoplasm.
Then, plasmids are present at the nucleus surface, but only a
small fraction cross the nuclear envelope to be expressed a
few hours after the electropulsation (Golzio et al. 2002).
These intracellular steps remain rather poorly understood as
already mentioned. A positive effect of working at 37°C in
all these post-pulse steps was observed (Rols et al. 1994).
Hypo-osmolar buffers gave an increase in expression (Golzio
et al. 1998). Starving cells prevented expression, suggesting
an active contribution of the cell metabolism in transfer and/
or expression (Rols et al. 1998b) (Table 1).
Theories of DNA plasmid electroentry
Although the first pioneering report on gene electrotransfer
in cells was published more than 25 years ago by E.
Neumann, the molecular basis behind the process of gene
electrotransfer is highly debated. Different scenarios have
been proposed (Fig. 1):
(i) Krassowska’s model supports the simplest mechanism,
in which plasmid enters the 5 nm thick membrane
through stable macropores (i.e., 20 to 200 nm Ø)
(Smith et al. 2004; Krassowska and Filev 2007). The
electrically induced defects result from the field-
associated membrane potential changes. Their model
relies on tension-coupled pores that do not bring
membrane rupture [a dramatic feature of the classical
Chizmadzhev model (Weaver and Chizmadzhev
1996)]. It predicts a post-pulse growth of macropores
on the seconds time scale fairly consistent with
experimental evidence (Neu and Krassowska 2003).
This model predicts pores large enough to permit the
plasmid uptake, even in its circular or supercoiled
conformation (Blackburn and Gait 1996). These pores
remain open for the entire duration of electropulsation
providing adequate time for the plasmid to enter the
cell (Sukharev et al. 1994).
Table 1 Steps in gene electrotransfer. The central column describes
the events that occur before, during, and after the electropulsation. The
right column reports their time scale
Steps Events Time scale
Before
electropulsation
Plasma membrane is not permeable.




Electropermeabilization takes place. Microseconds
Plasmid molecules are
electrophoretically driven into
contact with the cell surface.
Milliseconds
Metastable complexes are formed






Stable complexes result. Seconds
Plasmids leave the complexes and
diffuse in the cytoplasm.
Minutes
A small fraction of the plasmid
molecules cross the nuclear
envelope to be expressed.
Hours
Gene expression occurs. Days
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This model remains an attractive model in spite of the
existence of many experimental contradictions. Indeed,
until now, no study made it possible to visualize these
membrane pores. This validation appears impossible
(Weaver and Chizmadzhev 1996). Moreover, the resealing
time of pores appears to be shorter in this model than in
experiments (e.g., seconds rather than minutes) (Bier et al.
1999; Golzio et al. 1998; Satkauskas et al. 2002; Tekle et al.
1991). In addition, in the case of CHO cells, plasmid
accessibility to DNAase I in the minute following the end
of electropulsation shows that the plasmid transfer inside
the cell occurs after the electropulsation (Eynard et al.
1997). Of course, no selectivity of the macropore is
predicted meaning that DNAases have free access. To date,
theoretical models could predict stable pores of only a few
nanometers in radius; larger pores are unstable (Freeman et
al. 1994; Joshi and Schoenbach 2000) These models are
confirmed by some experiments in which high-voltage,
short pulses are used that must have created a large number
of pores with radii of about 1 nm (Glaser et al. 1988;
Kakorin and Neumann 2002; Schwister and Deuticke
1985). To reconcile these results with the experimental
evidence of plasmid translocation after electropulsation,
some researchers postulated that plasmid entry into cells
relies on the plasmid/membrane interactions, which may be
facilitated by a coalescence of many small, 1 nm pores
Fig. 1 Differents models of gene electrotransfer. Model i: a The
electric pulse induces a macrodefect (2r>20 nm) and an electropho-
retically mediated DNA accumulation. b After the pulse, a free
diffusion of DNA takes place across the long-lived macropore. Model
ii: a DNA is preadsorbed with the plasma membrane by an interaction
with cationic lipids, sphingosines. b DNA is transiently inserted in
plasma membrane. c DNA is electrophoretically pulled through the
permeabilized zones. d DNA leaves the membrane and enters into the
cell. Model iii: a The electric pulses induce the membrane permeabi-
lization. b DNA is concentrated near the membrane surface and
pushed through the putative electropores by electrophoretic forces. c
The mechanical interaction between the pores and the DNA driven by
electrophoretic forces induces an adjustment of pore sizes. c DNA
enters into the cell. Model iv: a DNA remains at the interfacial region
when no pore is present. b Under high electric field, the DNA diffuses
towards the interior of the bilayer after a pore is created beneath it. c
Diffusion of the strand toward the interior of the membrane leads to a
complex DNA/lipid in which the lipid head groups encapsulate the
DNA. d After the electric field pulse, the DNA is translocated. e DNA
enters into the cell
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(Neumann et al. 1996; Rols and Teissié 1998; Rols et al
1998b; Sukharev et al 1992, 1994). The slow transport of
DNA across the electropermeabilized membrane reflects a
highly interactive electrotransfer, where many small pores
coalesced into large pores that were transiently occluded by
DNA (Neumann et al. 1999).
(ii) Other data report that gene electrotransfer through
lipid bilayer could be mediated by transient complexes
between plasmid and the lipids in the pore edges of
elongated, electropercolated hydrophilic pore zones
(Hristova et al. 1997). This is present with specific
lipids. Moreover, the plasmid association with a lipid
bilayer greatly facilitates the transport of small ions.
This suggests a locally conductive plasmid/lipid
interaction zone where parts of the plasmid may be
inserted in the bilayer, leaving other parts of the
plasmid probably protruding out from the outer
surface of the bilayer. Plasmid is not only transiently
inserted in, but also actually electrophoretically pulled
through the permeabilized zones onto the other
membrane side ultimately leaving the bilayer structure
basically intact (Spassova et al. 1994). With such a
model, in the case of mammalian cells, the resting
potential difference should be the driving force for
plasmid translocation after the pulse-induced insertion.
This has not been checked yet.
(iii) Previous works suggested that electric pulses induce
the membrane permeabilization, then plasmid mole-
cules are concentrated near the membrane surface and
pushed through the putative electropores by electro-
phoretic forces (Winterbourne et al. 1988; Klenchin et
al. 1991; Sukharev et al. 1992; Tekle et al. 1994). The
mechanical interaction between the pores and the
plasmid driven by electrophoretic forces induces an
adjustment of pore sizes and/or lifetimes to allow
plasmid entry in the cell. The plasmid may interact
with the electropermeabilized membrane in three
possible ways: (1) The plasmid coil is aligned in an
electric field, and at the appropriate pulse polarity it
moves toward the permeabilized membrane. The
plasmid may interact with a single membrane defect;
it becomes enhanced upon plasmid interaction by the
action of electrophoretic forces. (2) The passage of
the (linearized) plasmid coil can be initiated by
penetration of one end of the thread, which then
leads the whole molecule through one pore. (3) The
plasmid molecule can be involved in two pores (or
more) and moving with electrophoretic forces, it cuts
the membrane between these pores as a sharp thread
can do (Sukharev et al. 1992). Transfer is dependent
on electrophoretic forces and is complete at the end of
the pulse. Interestingly, hypothesis (1) suggests a
deformation of the electric field distribution close to
the membrane. The large membrane defect is associ-
ated with enhanced membrane conductivity. The
electric field lines will focus on the defect carrying
more plasmids to it. This is in agreement with the
formation of the experimentally detected plasmid
aggregates (Golzio et al. 2002).
If the electrophoretic forces are the only driving forces of
the plasmid transfer into the cell, similar transfection
efficiencies should be obtained for equal ET values (i.e.,
E, field strength and T, pulse duration). However, in the
case of HeLa cells, the number of transfected clones as a
function of ET values is different according to whether
short or long electric pulses are used (Hui 1995). Then,
when the ENT value is constant, transfection rate depends
preferentially on T (Rols and Teissié 1998). Therefore, the
electrophoretic migration cannot be the only driving force
of the plasmid transfer into the cells but clearly supports the
formation of aggregates.
(iv) A molecular dynamic approach gives a mechanism by
which plasmids do not translocate across the mem-
brane during the electropulsation (Tarek 2005). The
DNA/lipid system simulation was undertaken starting
from a well-equilibrated 12 bp DNA duplex placed
near a model POPC bilayer. The perturbation of the
system under a 1.0 V nm−1 transverse electric field is
followed for 2 ns. Under this high electric field, the
DNA duplex diffuses towards the interior of the
bilayer only after the creation of a pore beneath it,
and within the same timescale, it remains at the
interfacial region when no pore is present. Diffusion
of the strand toward the interior of the membrane leads
to a DNA/lipid complex in which the lipid head groups
encapsulate the strand. The partial charges carried by
the zwitterionic phosphatidylcholine groups of the
lipids are known to be efficient for neutralizing the
charges carried by the DNA (Bandyopadhyay et al.
1999). Such interactions between the plasmid and the
lipids contribute to the effective screening of DNA
charges and therefore to the stabilization of the
complex.
The process described herein provides support to the
gene delivery model by Golzio and collaborators (Golzio et
al. 2002), in which it is proposed that only localized parts
of the cell membrane brought to the permeabilized state are
competent for transfer and that the proper transfer of
plasmid—that does not require that the electric pulse be
maintained—is preceded by an “anchoring step,” connect-
ing the plasmid to the permeabilized membrane, which
takes place during the pulse. One should not forget that
electropulsation-mediated gene delivery concerns much
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larger supercoiled plasmids than the 12 bp construct
considered here. Transfer of such plasmids is certainly a
complex process and all aspects may not be addressed by
simulations (Tarek 2005). Nevertheless this model shows
that the plasmid is stabilized in the membrane core after
electropulsation in agreement with the overall experimen-
tally observed process of DNA translocation. DNA migra-
tion from the outer side of the cell membrane to the
cytoplasm is beyond this simulation study, and no calcula-
tion was carried out to follow the resealing process.
Conclusions
The molecular mechanisms involved in the phenomenon of
gene electrotransfer remain poorly understood. The study of
the mechanisms of gene electrotransfer shows that perme-
abilization is necessary but that the mechanism of the
transfer of the DNA molecules is different from that of the
small molecules (Table 1) (Teissié et al. 2005). The current
models described in this review are sometimes contradic-
tory and do not always fit the experimental facts (Fig. 1).
Indeed, experimental observations showed that the electro-
transfer is a slow mechanism. This is in contradiction with
the prediction of models i and iii. Models iii and iv are in
agreement with a localized plasmid/membrane interaction
(so-called competent membrane sites). These sites appear to
be created by the electropermeabilization process by
altering the field distribution (Freeman et al. 1994). This
occurs through the perturbation of the transmembrane
voltage by a conducting defect. A spatially inhomogeneous
electric field is expected within the outer buffer near
electrodefects (Pastushenko and Chizmadzhev 1982;
Powell and Weaver 1986; Barnett and Weaver 1991 ;
Weaver 1993). This brings a nonzero component of the
electric field parallel to the membrane surface, i.e., the
equipotentials near the membrane have significant, nonlin-
ear gradients. For this reason, the current flowing through a
membrane electrodefect not only results in a potential drop
within the membrane, but also in the buffer near the defects
(Weaver and Chizmadzhev 1996). Model ii suggests a
putative method for transmembrane transfer and needs
further investigations. One major problem with these
theoretical models is that they consider only the lipid
assembly description of a membrane while the presence of
membrane proteins may affect the electropermeabilization
of lipid bilayers by changing their mechanical properties
(Troiano et al. 1999).
The knowledge and the control of the biophysical
mechanisms of gene electrotransfer are necessary to
evaluate their consequences in biological and physiological
terms and their effectiveness for the development of clinical
and biotechnological protocols.
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Abstract Gene electrotransfer can be obtained not just on
single cells in diluted suspension. For more than 10 years,
this is a quasi routine strategy in tissue on the living animal
and a few clinical trials have now been approved. New
problems have been brought by the close contacts of cells
in tissue both on the local field distribution and on the
access of DNA to target cells. They need to be solved to
provide a further improvement in the efficacy and safety of
protein expression. There is a competition between gene
transfer and cell destruction. Nevertheless, present results
are indicative that electrotransfer is a promising approach
for gene therapy. High level and long-lived expression of
proteins can be obtained in muscles. This is used for a
successful method of electrovaccination.
Keywords Electropermeabilization . Electroporation .
Gene electrotransfer . In vivo applications
Introduction
Although the applications of tissue electropermeabilization
are compelling, success has been limited by a poor
understanding of the differences between electropermeabi-
lization of single cells and intact tissues. In simple systems,
such as isolated cells in suspension, plasmid transport into
cells has been shown to be under control of electrical
parameters. More than two decades of studies have
provided theoretical models of electropermeabilization at
the membrane level and largely phenomenological under-
standing at the cellular level. This was summarized in the
companion paper. But relatively little basic approach has
been done at the tissue level. Because there are different
physical barriers and heterogeneous geometries within
tissue, in vitro pseudo-tissue models such as dense cell
suspensions (Pucihar et al. 2007) and multi-cellular tumor
spheroid (Wasungu et al. 2009; Canatella et al. 2004) have
been developed to understand the biophysical processes of
electropermeabilization and gene transfer in tissues. These
studies showed a perturbation of local electrical field on dense
cell suspensions (Pucihar et al. 2007) and a limitation of gene
delivery (Wasungu et al. 2009) related to the self-
organization of cells in pseudo-tissues. Indeed, close contacts
between cells and extracellular matrix may: (1) modify the
electric field distribution, and (2) act as physical barriers that
limit the diffusion of DNA plasmid (steric hindrance) and
therefore its access to cells present in the core of the tissue.
The systematic comparison of biophysical studies from
isolated cells to 3D spheroid model allows the development
and the optimization of in vivo gene electrotransfer
procedures. In vivo biophysical mechanisms and applications
of gene electrotransfer can now be addressed (Gehl 2008).
In vivo biophysical considerations
Plasmids are injected in the tissue and electric field pulses
are generated in situ by an electrode system (so-called
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applicators) (Luxembourg et al. 2007). Expression is
obtained when suitable electrical parameters are applied.
The in vivo mechanism is still to be elucidated. However,
most results bring evidence that in vivo gene electrotransfer
is a multi-step process where plasmid distribution, cell
permeabilization and plasmid electrophoresis act synergically
as predicted from experiments at the single cell level (Golzio
et al. 2002).
In vitro studies showed that electropermeabilization and
electrophoretic forces are involved in the process of gene
electrotransfer. As a consequence, Mir and collaborators
proposed the combination of short intense pulses (termed
HV pulses for high-voltage pulses) and low long pulses
(termed LV for low-voltage pulses) for gene delivery
(Satkauskas et al. 2002, 2005; Andre et al. 2008). The
current data suggest that the HV+LV pulse combination
does not bring significant improvement to gene delivery in
vitro (Kanduser et al. 2009), whereas it is able to boost
gene transfer into skeletal muscle (Satkauskas et al. 2005).
Indeed, they showed that, under appropriate pulses con-
ditions, the HV permeabilize the cells and the LV, which
cannot permeabilize the muscle fibers, are supporting the
migration of plasmid towards or across the permeabilized
membrane of muscle fibers. The HV+LV combination was
extended to other tissues such as liver and skin in rodent
models (André et al. 2008). Striking differences between
the different tissues were found, likely related to cell size
and tissue organization (Hojman et al. 2008). This study
has revealed differences in the electrical parameters needed
to ensure efficient gene electrotransfer in various tissues. In
each tissue, transfection efficiency depends on the plasmid
distribution and electric field distribution within the tissue.
In particular, plasmid distribution is different in different
types of tissue (Andre et al. 2006; Mesojednik et al. 2007).
Plasmids distribute easily in muscle; in small rodents,
plasmids are dispersed all across the whole muscle. In liver,
on the other hand, they found it necessary to perform
intravenous injection in order to avoid the hydrodynamic
effect of the injection of fluid directly in the tissue (Liu et
al. 1999). Moreover, in agreement with the theory of
electropermeabilization, higher HV field strengths are
required to permeabilize small cells like tumor and skin
cells compared to large cells like muscle fibers (Valic et al.
2003). However, no HV is necessary to obtain efficient
gene transfer in the liver. Hepatocytes are electrically
connected through gap junctions. These junctions permit
viewing a cluster of hepatocytes as one large cell, such that
the electric potential drop induced by the external field
involves a large amplification factor. In consequence, small
external field strengths might become effective in electro-
permeabilizing the hepatocyte membrane. Nevertheless, LV
parameters must be adapted in each case to the specific
tissue. Optimal gene expression with the HV and LV pulse
combination in muscle and skin is obtained with a rather
large range of field intensities for the HV pulses. Because
the transfection efficiency appears to be due largely to the
electrophoretic displacement during LV pulse, this pulse
combination is less susceptible to the lack of homogeneity
in the field distribution. In fact, in a large part of the tissue,
the local electric field intensity of the HV pulse will remain
within the window of efficiency over a wide range of field
strengths. Thus, using the HV and LV pulse combination
allows manipulation over a range of therapeutic field
strengths. Moreover, Hojman and collaborators showed
that slight cell disturbances occur with the HV+LV
combination used for gene transfer. This is highly important,
as minimal perturbation of cell physiology is essential for
efficient transgene expression (Hojman et al. 2008).
A key parameter of gene electrotransfer is the local
electric field strength. As the field results from a voltage
applied between two electrodes, the electrode configuration
is obviously controlling the field distribution and transfection
efficiency (Gehl and Mir 1999). Electrode configurations for
therapeutic purposes are parallel plates and wire and contact
plate electrodes as well as needle electrodes and arrays
(Jaroszeski et al. 1997; Ramirez et al. 1998; Gilbert et al.
1997; Mazères et al. 2009). Electrode configuration controls
electric field distribution in tissue. However, due to its
anatomy and its electrical properties, tissue reacts to the
applied external electric field. If the applied external electric
field is high enough, local permeabilization of the tissue
occurs, i.e., electric field distribution strongly controls
permeabilization (Miklavcic et al. 1998). If the local electric
field is too high, an irreversible alteration in cell membrane
occurs. This may result in local burns. In gene therapy, it is
very important to obtain a large volume of permeabilized
tissue, covering whole tissue being subjected to electro-
pulsation and preserving cell viability. Therefore, it is
necessary to choose optimal electrode configuration and
pulse parameters for particular target tissue. A safe approach
is to compute in advance the electric field distribution in
tissues by means of numerical modeling. Modeling of
electric field distribution in tissue is difficult due to
heterogeneous material properties of tissue and its shape
(Mossop et al. 2006). Numerical modeling has been
successfully used and is also validated by comparison of
computed and measured consequences of electric field
distribution (Miklavcic et al. 1998, 2000). Tissue electrical
heterogeneity was never taken into account in the simulation,
since tissues were always considered as an amorphous
(ohmic) conducting gel (Gowrishankar and Weaver 2003).
Electropermeabilization induces a membrane conductance
change as previously described (Kinosita and Tsong 1979;
Abidor et al. 1994) and observed in tissue (Miklavcic et al.
2000). Due to the swelling, the volume fraction is affected
(Deng et al. 2003). Such a geometrical change should affect
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the field distribution in tissue and the value of the field at the
cell level in the tissue (Pavlin et al. 2002). A precise
simulation of the time dependent field distribution in the
tissue is clearly needed for different electrode geometries to
optimize this electro-technical aspect of the biological
treatment (Pucihar et al. 2009).
Plate parallel electrodes and needle arrays are the most
popular electrodes to in vivo gene electrotransfer. Plate
electrodes offer the advantages that electric pulses can be
applied transcutaneously and that electric field between
the electrodes is quite homogeneous (Gehl et al. 1999). The
two main limitations are (1) the small gap between the
electrodes, which is limited by the electrical power of
electropulsators, and (2) high field at the contact of the
electrode with the skin, which can induce burns. The needle
electrodes enable deeper penetration of the electric field
into the tissue. However, the electric field distribution is not
as homogenous resulting in higher field intensity around
the needles. This may lead to local tissue necrosis. The
heterogeneous field distribution is under the control of the
diameter of each electrode. As a consequence, new electrodes
have been designed and tested to minimize tissue damages
(Dona et al. 2003; Babiuk et al. 2003).
The various biophysical studies of in vitro and in vivo
gene electrotransfer processes allowed the development
and the optimization of protocols for routine clinical
applications.
In vivo gene electrotransfer
The use of electropulsation for introducing naked DNA
plasmid in vivo is a growing field. Several works report the
gene electrotransfer into the skeletal (Aihara and Miyazaki
1998; Mir et al. 1999) and cardiac muscle (Dean 2005;
Harrison et al. 1998), liver (Heller et al. 1996; Liu and
Huang 2002), skin (Titomirov et al. 1991; Vandermeulen et
al. 2007), tumors (Rols et al. 1998), spleen (Tupin et al.
2003), kidney (Isaka et al. 2005), lung (Zhou et al. 2007),
brain (Saito and Nakatsuji 2001), and joints (Khoury et al.
2006). The feasibility of electropulsation as a nucleic acid
delivery method was demonstrated using reporter or
therapeutic genes into specific tissues in vivo (Mir et al.
2005).
Gene electrotransfer procedure
Endotoxin-free plasmid solutions are injected in the target
tissue localized between the electrodes, where electric
pulses are applied. Gene expression depends on the amount
of injected plasmid (range of plasmid amount: 20–100 μg)
(Mir et al. 1999; Mathiesen 1999) and on the volume of
injection (Dupuis et al. 2000). For clinical applications,
different routes of injection are defined on the target:
intramuscular (i.m.), intradermal (i.d.), intratumoral (i.t.),
and intravenous (i.v.) (Lucas et al. 2002). The volume of
injection is limited by the size of the target to avoid a
dramatic and damaging swelling. The injection speed is
seldom taken into account. But a recent work suggested that
the injection speed is a key parameter to gene delivery into
skeletal muscle and liver (André et al. 2006). In case of
mice skeletal muscle, injection speed of 1.5 μL/s is
associated with a high level expression (Golzio et al. 2004).
The delay between injection and electropulsation
depends on the tissue. In the case of murine B16 melanoma
tumors, a short delay (<1 min) leads to a high level of
transfection (Rols et al. 1998). Whereas, in murine skeletal
muscle, a delay between a few seconds and 4 h does not
change the transfection efficiency (Satkauskas et al. 2001).
The electric pulse parameter used in gene electrotransfer
varied between the studies (Mir et al. 1999; Cemazar et al.
2009). Gene expression is detected only when an overcrit-
ical voltage to electrode distance is applied bringing about
electropermeabilization. This threshold is dependent on the
target tissues (Heller et al. 1996; Rols et al. 1998). In the
case of skeletal muscle, lowest values are found. As
explained, the geometry of electrodes technically controls
this threshold. It is higher with contact electrodes than with
needle electrodes (Gehl et al. 1999). Electric pulse duration
must be adjusted with the origin of the tissue. Indeed, an
efficient transfection into skeletal muscles and tumors
required the application of limited number of long pulses
(several ms) at a low frequency (1 Hz). But, a very high
number of repetitive short but stronger pulses (several μs)
at a high frequency (kHz) give a high level of gene
expression into the same tissues (Lucas et al. 2002; Vicat et
al. 2000; Rizzuto et al. 1999; Mir et al. 1999; Durieux et al.
2002). A suitable protocol using a short high voltage pulse
(kV/cm, μs) followed by several longer low voltage pulses
(V/cm, ms) at a low frequency (1 Hz) has been proposed to
aid gene delivery into skeletal muscle (Bureau et al. 2000).
The first pulses permeabilize the tissue while the other ones
act on plasmid electrophoresis (Satkauskas et al. 2002). In
the case of liver, low numbers of short (several μs) stronger
pulses at a low frequency (1 Hz) efficiently transfect this
tissue (Heller et al. 1996).
Electropulsation on live animals may cause side effects
such as reversible inflammation (Hartikka et al. 2001),
burns of the skin (Lee et al. 2000), vasocontrictory reflex
(Gehl et al. 2002), or tissue destruction depending on the
type of electrodes and electric field parameters.
Optimization of the experimental procedures is clearly
needed. An empirical approach may be used (Molnar et al.
2004). A more systematic investigation of physical as well
as biochemical parameters may bring a more rational
evaluation.
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In vivo applications
Secreted therapeutic proteins
The skeletal muscle is the most transfected tissue by gene
electrotransfer. Indeed, the skeletal muscle has interesting
physiological properties such as multi-nucleated (i.e., high
number of expression machineries) and long-lived fibers
(i.e., long-lasting gene expression), which open several
applications in gene therapy (Aihara and Miyazaki 1998;
Mir et al. 1999). This organ is composed of long-lived
fibers, which allow long-lasting gene expression. Moreover,
its rich vascularization makes it a secreting organ of
therapeutic proteins (Trollet et al. 2008). Indeed, the i.m.
electrotransfer of plasmid-encoding erythropoietin (EPO)
induces the production of EPO therapeutic doses in order to
treat the anemia related to kidney diseases (Rizzuto et al.
1999; Hojman et al. 2007) or β-thalassemy (Payen et al.
2001). In the same way, TGFR-β2 receptor and VEGF-164
factor expressions treat respectively, the lung injury and
fibrosis (Yamada et al. 2007) and diabetic neuropathy
(Murakami et al. 2006).
Gene electrotransfer allowed the development of anti-
tumoral immunotherapies. Indeed, electrotransfer of plasmid-
encoding suicide gene (e.g., ePNP/fludarabine) (Deharvengt
et al. 2007), cytokines (e.g., IL-12) (Daud et al. 2008), anti-
angiogenesis factors (e.g., vasostatin) (Jazowiecka-Rakus et
al. 2006), tumor suppressors (e.g., p53) (Kusumanto et al.
2007) into skeletal muscle or tumors stimulated or activated
the immune responses against the tumours. This immuno-
therapy induced a decrease of tumor growth and limited the
tumor recovery and metastasis progression in the case of
melanoma, hepato-carcinoma, and colon and mammary
carcinoma.
Electrovaccination
Gene electrotransfer allowed the development of genetic
electrovaccination. Genetic vaccination rests on the
principle of direct injection of plasmid encoding vaccinal
protein into the muscle or the skin (Wolff et al. 1990;
Rice et al. 2008). This protein induces host response and
activates the immune system. Compared to the gene
therapy, genetic vaccination requires only low and
transient gene expressions in few cells (Rice et al. 2008).
Several works showed that the gene electrotransfer
increase the immune response against the antigen com-
pared to the injection alone (Dupuis et al. 2000; Widera et
al. 2000; Babiuk et al. 2002; Dayball et al. 2003). The
electrovaccination allowed the development of genetic
vaccines against bacterial infections such as Mycobacterium
tuberculosis (Zhang et al. 2007) and viral infections such
as HIV (Hirao et al. 2008). Recently, electrovaccination
showed its efficiency to induce immune response against
tumors such as melanoma, and colon and mammary
carcinoma (Kalat et al. 2002; Buchan et al. 2005; Curcio
et al. 2008).
RNA interference
In the last 10 years, RNA interference (RNAi) has rapidly
become an important tool for studying gene functions and
holds promise for the development of therapeutic gene
silencing (Cheng et al. 2003). RNAi is a post-
transcriptionnal process triggered by the delivery of
plasmid encoding short hairpin RNA (shRNA) that induces
genes silencing in a sequence-specific manner (Takahashi et
al. 2009). Recently, Escoffre et al. (2008). demonstrated
that the electrotransfer of plasmid encoding shRNA induces
a long-lasting reporter gene silencing into mice muscle.
Moreover, this strategy induces an efficient silencing of
endogenous genes such as myostatin and TLR-4 involved
in the myopathies and inflammatory diseases (Magee et al.
2006; Eefting et al. 2007).
Conclusions
Electropulsation, a biophysical approach, is one of the non-
viral methods successfully used to transfer plasmid DNA
into living cells in vitro and in vivo. It has the main
advantages of being easy to perform, fast, reproducible and
safe (Golzio et al. 2004). Currently, it is described by an
empirical model supported by direct experimental evidences
in which gene electrotransfer appears as a multistep process
(see the companion paper). Its further development need a
better understanding of the basic effects induced at the
membrane, cellular and tissue levels by electrical events and
the plasmid entry in the cell. Gene electrotransfer appears
promising for gene and cell therapies (Daud et al. 2008). But
if the effects of the electric field parameters are under control
(electric pulse strength higher than a threshold value,
millisecond pulse duration for efficient gene expression),
the associated membrane destabilization, which is a stress for
the cells and may affect the cell viability, has still to be
clearly described (see the companion paper). Moreover, it
becomes evident that extracellular barriers, e.g., extracellular
matrix and exogenous nucleases, and intracellular barriers,
e.g., cytoplasm crowding, endogenous nucleases, and
nuclear envelope, compromise the transfection efficiency.
Studies will also be necessary to understand the cascade of
events triggered by electropermeabilization at the tissue
levels where new constraints coming from tissue organ-
izations are present, such as the inhomogeneity of the
electric field strength and the intercellular distribution of
plasmid DNA.
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Abstract: We discuss experimental observations of DNA uptake induced by electropermeabilisation. First we describe 
how experiments on giant unilamellar vesicles can be used to understand the effect of electric fields on lipid membranes 
and the associated transfer of DNA across the plasma membrane. We then discuss how DNA interacts with electroperme-
abilised cells in culture and how gene expression is correlated to observations of interactions between DNA and the cell 
membrane. Finally we discuss how DNA uptake occurs and can be optimised for the most medically relevant case of tis-
sues.  
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INTRODUCTION 
 The purpose of this review is to present an account of the 
electropermeabilisation of membranes to DNA in a number 
of contexts of varying complexity. We start with one of the 
simplest systems where electropermeabilisation can be ob-
served, namely for giant unilamellar vesicles (GUVs). Here 
we discuss, in particular, observations on model systems that 
indicate how membranes become permeable to large macro-
molecules such as DNA. In addition we discuss some pre-
liminary experimental results in our group where DNA up-
take by electropermeabilised GUVs has been observed. We 
then discuss electropermeabilisation at the level of the single 
cell and finish with the most complex, and medically rele-
vant situation, of electropermeabilisation applied to tissues. 
In pursuing a line of exposition in terms of increasing com-
plexity we hope to demonstrate the roles of physical and then 
biological phenomena in electropermeabilisation and DNA 
uptake. The electropermeabilisation of giant vesicles demon-
strates the underlying phenomena of how a lipid membrane 
is destabilised by an electric field and we highlight a number 
of intriguing effects which can be observed when giant 
unilamellar vesicles are subjected to permeabilising electric 
fields. In the following section we discuss experiments and 
theories about the electropermeabilisation of single cells and 
in particular the induced uptake of molecules via electropul-
sation. Finally we shall see how electropermeabilisation oc-
curs in tissues and present the state of the art in pulsation 
technology and the associated protocols associated with the 
delivery on DNA in the regions exposed to electropulsation. 
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ELECTROPERMEABILISATION IN GUVs  
 Normally electropermeabilisation is inferred from a 
change in the transport properties of the cell membrane. This 
change can show up as an abrupt increase in conductivity for 
supported lipid bilayers and via the uptake of molecules to 
which the cell membrane is normally nonpermeant in the 
case of individual cells and tissues. In the literature the phe-
nomena of electropermeabilisation is often referred to as 
electroporation.  
 Electroporation is actually a theory for the electroperme-
abilisation phenomenon [1-3] and is very similar to a theory 
first introduced to explain the rupture of soap films [4]. 
Without going into the details of the physics, the theory is 
quite simple to understand. The effect of the electric field is 
to increase the surface tension of the membrane (at least for 
small pores which are non conducting), this increased sur-
face tension favors the opening of aqueous pores. In order 
for pore to form there must be sufficient energy to overcome 
the line tension associated with the interface between the 
hydrophobic hydrocarbon interior of the lipid layer and the 
water in the pore. The theory of electroporation has been 
applied to explain a number of experiments on membrane 
transport and conductivity.  
 One of the most studied effects of electric fields on giant 
unilamellar vesicles GUVs is their deformation in direct and 
AC electric fields. These shape changes can be understood in 
terms of an equilibrium between the electric and mechanical 
stresses of the membrane. The membrane is treated theoreti-
cally as a continuous media from the point of view of both 
its electrical and mechanical properties. The deformation of 
membranes in applied fields depends on the field frequency 
and the ratio of the conductivities of the external pulsation 
buffer and the interior of the vesicles [5-8]. Initially circular 
vesicles can be deformed into ellipsoid and even cylindrical  
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forms. Clearly, if permeabilisation occurs membrane integ-
rity is undermined and the continuum picture of the mem-
brane is no longer sufficient to understand the phenomena. It 
is interesting to note that the first theories of electroperme-
abilisation [9] were based on classical continuum theories 
and predict a critical transmembrane voltage beyond which 
equilibrium between mechanical stresses is no longer possi-
ble. Despite the elegance of this continuum theory, no infor-
mation about the nature of the permeabilised state is obtained 
and the experimentally observed stochastic nature of the 
permeabilisation mechanism is not explained or predicted. A 
full theory therefore requires a statistical mechanical and 
microscopic explanation. A rough picture of the permeabili-
sation process is that the electric stress is opposed by the 
tension of the membrane and once the tension reaches the 
lysis tension the membrane tears and contains defects, which 
should be circular pores as long as their line tension is posi-
tive.  
 Very little direct experimental evidence exists regarding 
the existence of pores. In a study of Tekle [10], the effect of 
single direct current (DC) pulses on dioleoyl- phosphatidyl-
choline (DOPC) vesicles of the order of 20  m has been re-
ported. Fields of about 1 kV/cm and durations 700  s were 
applied and the vesicles observed with a standard fluores-
cence microscope. Single pores at the cathode facing side of 
the vesicle were observed of a size of about 7  m. Such 
pores were very rarely observed on the anode facing side. It 
was also noted that up to 14% of the vesicle membrane could 
be lost during the process of pore formation. This experiment 
therefore demonstrates directly the destabilising effect of the 
electric field on the lipid membrane. The basic theory of 
electropermeabilisation (and soap film rupture) attributes 
pore formation to an increase in the surface tension due to 
the electric field. It should therefore be expected that other 
mechanisms, which increase the vesicle surface tension, will 
lead to pore formation. Tension can be applied to vesicles by 
subjecting them to intense light, via adhesion and by includ-
ing lipid absorbing surfactants in the surrounding buffer. A 
technique to detect electropermeabilsation in GUVs was also 
developed [11] based on a micropipette aspiration technique, 
the GUV is aspirated and electropermeabilisation is indicated 
by the full or further aspiration of the GUV into the pipette. 
In this study, it was shown that the voltages to achieve elec-
tropermeabilisation decreased upon increasing the tension 
applied via the pipette but increased with the addition of cho-
lesterol. 
 One problem in observing pore formation is that upon 
opening a pore the vesicle tension is reduced by leakage 
from the vesicle interior and the pore’s line tension then 
causes it to rapidly close making its observation difficult 
without high temporal resolution microscopy. An ingenious 
way of observing pores is to slow them down by observing 
vesicles electroformed in medium which has a much higher 
viscosity, for instance by adding glycerol to the buffer solu-
tion [12, 13]. The leakage process is then slowed down and 
the dynamics of pore opening and closing can be quantita-
tively measured. In Brochard-Wyart et al [13], a dynamical 
model was developed to describe pore dynamics and the line 
tension of membrane pores can be estimated by fitting the 
experimental data with the theory. In these experiments, 
vesicle tension was increased via adhesion but also, as men-
tioned above, by illumination with a tense light source. The 
mechanism by which this latter method increases tension 
remains to be fully understood. Another example where pore 
formation and dynamics can be observed is when vesicles 
are exposed to surfactants. In Hamada [14], vesicles were 
exposed to the non ionic surfactant triton X-100. The surfac-
tant is initially incorporated into the membrane and the vesi-
cle becomes flaccid and irregular in shape as the membrane 
size increases. Lipid surfactant micelles are then expelled 
and the vesicle regains a spherical shape and is under ten-
sion. This tension then leads to a formation of a visible pore. 
Tension is released by leak out from the vesicle but at the 
same time increases due to lipid loss caused by the surfac-
tant. If the surfactant concentration is small a pore is seen to 
open and close periodically, where as for large surfactant 
concentration a permanently open pore can be seen.  
 We carried out an extensive study into the effects of DC 
pulses on GUVs [15]. Experiments were carried out using 
GUVs composed of a single lipid type. We chose to study 
vesicles composed of DOPC and EggPC. These lipid types 
were chosen so as to compare lipid with the same hydro-
philic head group but with different hydrocarbon chains. The 
GUVs were produced by electroformation which is relatively 
simple and produced GUVs of a range of radii between 10 
and 50  m. The GUVs were pulsed in a buffer solution at the 
physiological pH of 7.4 with 1 mM of sodium chloride. The 
refractive indices of the solution internal to the GUVs and 
the external solution are sufficiently different to be observed 
with phase contrast microscopy, however fluorescence mi-
croscopy was also used (using two different marker types 
Rhodamine PE and DiIC18) , though the results found were 
however not sensitive to the microscopy technique used. In 
the experiments a sufficiently large and spherical GUV was 
followed as a series of DC pulses of 5 ms duration (the same 
duration commonly for gene transfer protocols in mammal-
ian cells [16]). The magnitude of the applied field was cho-
sen such that the initial transmembrane voltage across the 
poles (facing the electrodes) of the GUVs was 1.3 V (this is 
well above the typical values of 0.2 V typically cited for the 
electropermeabilisation of cells).  
 The GUV was subjected to between 10 and 40 pulses and 
it image recorded in between pulses. The vesicle radii were 
seen to decrease in time in an exponential manner. This 
qualitative decrease is well fitted by a simple theory saying 
that the area of lipid lost is proportional to the area of the 
region where a critical transmembrane voltage  !c is ex-
ceeded. This can be tentatively interpreted as the area of the 
GUV which is electropermeabilised. This indeed leads to an 
exponential decay of the vesicle size and fits of the curve 
showed that the percentage of the permeabilised region lost 
was about 20% for DOPC and 30% for EggPC. The critical 
values of  !c obtained were 0.8 V and 0.9 V for DOPC and 
EggPC respectively. These results are to be compared with 
certain results reported for cell membranes where  !c is 
found to be around 1 V and on tension free vesicles of 1-
stearoyl-2-oleoyl phosphatidylcholine and dioleoyl phos-
phatidylglycerol where a value of 1. 1 V is found for choles-
terol free GUVs [11]. The mechanism of membrane loss due 
to pulse application turned out to be remarkably rich. Three 
underlying mechanisms were observed: (i) The formation of 
large pores on the cathode side as can be seen in Fig. (1a). 
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(ii) The ejection of small vesicles from the GUV, shown in 
Fig. (1b), these small vesicles are ejected from the poles of 
the GUV (both anode and cathode facing). (iii) The forma-
tion of many tubular structures, the majority of them are at 
the anode side of the GUVs, shown in Fig. (1c). The tubules 
formed at the anode side of the GUVs grew toward the an-
ode. However, when tubules were formed at the cathode 
(which occurred occasionally) they also grew in the direction 
of the anode and thus toward the interior of the GUV. 
 Another observation of these experiments was that lipid 
loss did not necessarily start after the first pulse. The number 
of pulses needed to induce lipid loss was found to have an 
exponential distribution. This means that the effect of the 
pulse was either to change the vesicle into a state that is sus-
ceptible to lipid loss during subsequent pulses or the pulse 
had no effect (or one that had disappeared by the time the 
next pulse was applied). This observation is compatible with 
the idea that electropulsation can create relatively long lived 
defects in membranes and that creation of defects is stochas-
tic in nature (as posited by the theory of electroporation).  
A number of open questions are clearly posed by these re-
sults. The first puzzle is why there is an asymmetry between 
the cathode and anode facing sides of the GUV. There is 
clearly disruption of normal cell symmetry. In cells a resting 
potential generated by the cell means that the electric poten-
tial drop across cathode and anode facing sides of the cell is 
not the same, thus generating a different critical applied field 
for different poles of the cell. However for GUVs there is no 
reason to have such a difference in potential (especially after 
a series of pulses where the interior and exterior solutions 
should equilibrate). A possible explanation is that the asym-
metry is due to the dipolar nature of the lipids. However it 
seems clear that on the cathode facing side the defects can 
develop into pores whereas on the anode facing side forma-
tion of vesicles and tubules is more likely. One should also 
note that if a large pore opens on the cathode facing side of 
the GUV the local non-equilibrium tension in the rest of the 
membrane will be reduced, thus making pore formation in 
other regions of the membrane less probable.  
 It is interesting to notice that tubule formation similar to 
that seen in these experiments can be chemically induced. In 
Fournier et al [17], tubule growth from a GUV was induced 
by local delivery of a basic pH solution (NaOH solution ap-
plied with a micropipette). The authors developed a physical 
model to explain this phenomenon based on the fact that in 
the monolayer exposed to the basic solution the preferred 
area per lipid is modified. This in turn induces a spontaneous 
curvature, however as it only affects one monolayer the lat-
eral redistribution of the lipids (which is a monolayer expan-
sion) is slowed down by intermonolayer friction and the re-
sulting instability results in a large local deformation. It is 
possible that the stresses exerted on the membrane by elec-
tric fields may induced similar effects in membranes. For 
instance the dipole moments of lipid head groups in the two 
layers have components perpendicular to the membrane, 
which will point on average in different directions. This 
means that when the field is applied, this component of the 
dipole moment will be aligned with the field in one mono-
layer but opposite to the field in the other monolayer. This 
will change the optimal lipid packing area in the two mono-
layers and the mechanism of tubule formation observed in 
electropulsed GUVs may be quite similar to that postulated 
by Fournier et al [17].  
 DC pulses are useful tools to enable the entry of nonper-
meant molecules into cells. They can also enable one to load 
vesicles with compounds of interest. This has applications in 
drug delivery, where lipid vesicles play the role of cargo 
carriers. In addition as GUVs are model systems they can 
also help us to understand some of the basics mechanisms of 
plasmid DNA delivery into cells. As far as we know, only 
two papers focusing on the electromediated DNA uptake by 
liposomes have been published to date. In [18], Chernomor-
dik et al applied a single electric pulse (12.5 kV/cm ampli-
tude, 300  s duration) to large unilamellar vesicles (100 nm 
size, i.e. two orders of magnitude smaller than GUVs) in 
presence of plasmid DNA. They reported that the uptake 
mechanism took place via the electrostimulated formation of 
endosome-like vesicles rather than via electropores. These 
conclusions were questioned ten years later by Lurquin and 
Athanasiou, who found that DNA could enter DPPC GUVs 
in free form by a mechanism involving electro-induced 
membrane pores [19]. They used longer pulses (12 ms) of 
smaller amplitude (1500 V/cm), which caused greater in-
duced transmembrane voltages than those of Chernomordik 
et al. We have just carried out DNA loading experiments on 
DOPC GUVs. And have found that Plasmid DNA can be 






Fig. (1). Images of electropulsed GUVs made from DOPC observed using fluorescence microscopy. Shown are the three observed 
mechanisms for membrane loss: (a) pore formation (b) ejection of vesicles (c) formation of tubules.  
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a free form and not in endocytosis-like vesicles. Tubules and 
small vesicles associated with lipid loss and vesicle shrink-
age, as described above, can also be observed (unpublished 
results). These small vesicles may contain some DNA, but 
our results show that DNA entry in a free form is the pre-
dominant mechanism. Our results thus favour the mechanism 
involving DNA entry via electropores.  
 To conclude this section we should note that although 
lipid vesicles are a convenient and controllable model sys-
tem, one has to keep in mind that lipid vesicle are far from 
fully exhibiting the full complexity of the natural cell mem-
brane. 
DNA ELECTROTRANSFER IN CELLS 
 The transfer of a large molecule, such as a plasmid DNA 
molecule, across a cell membrane requires a transient loss of 
cohesion of the proteolipidic assembly. Cleary the cell mem-
brane is much more complex that the basic lipid bilayer of 
GUVs discussed in the previous section. In addition the dif-
ference between the cell interior and the external electropul-
sation buffer is much more pronounced than for the GUV 
systems. Upon cell permeabilisation leaks of metabolites and 
ions are expected and, as in the case of GUVs, membrane 
rearrangements may occur. However, for practical applica-
tions, these dramatic events should nevertheless preserve the 
cell viability in order to be able to obtain the expression of 
the activity coded by the plasmid. Indeed, gene expression 
can be readily observed after applying electric pulses to 
plasmid/cell mixture [20-22]. These results are the same 
whatever the cell type used (bacteria, yeast and mammalian 
cells) [23].  
 Plasmid electrotransfer is a multistep process. Events 
both before, during and after electropulsation play important 
roles. The cell membrane is not spontaneously permeable to 
hydrophilic molecules such as nucleic acids; plasmid mole-
cules will tend to be repelled from the cell plasma membrane 





) can build ionic bridges which al-
low DNA to stick to the cell surface. However under these 
experimental conditions, DNA is not able to access the cyto-
plasm. No transfected cells are detected in the absence of 
plasmid, or when plasmid is added after electropulsation. 
The pre-pulse incubation time is not very important, but to 
avoid the undesirable effect of exogenous nucleases, should 
be kept short and if needed processed at a low temperature 
[24]. Pre-adsorption of DNA on the mammalian cell surface 
is not necessary for electrotransfer and has even been re-
ported to prevent expression [20]. Gene electrotransfer is 
only detected for electric field values, E, leading to mem-
brane permeabilisation (E>Ep). Transfection threshold values 
Ep are the same as those reported for cell permeabilisation 
(to small molecules such as the fluorescent probe propidium 
iodide (PI)) for millisecond pulses [25]. The field strength is 
observed to play a crucial role. Plasmid molecules, which are 
negatively charged, migrate electrophoretically when sub-
jected to an electric field [20, 22]. In the “low” electric field 
regime (i.e. E<Ep), plasmid is simply electrophoretically 
convected around the cell membrane towards the anode. 
However it can be trapped when divalent ions are present 
[26, 27]. Beyond a critical permeabilising field value (E>Ep), 
two main processes occur: (1) the plasma membrane is per-
meabilised (over time scales of  s); (2) the electrophoretic 
migration of plasmids in the bulk phase persists (over time 
scales of the pulse application up to ms). In this case, the 
strong electrostatic repulsion present with intact cell surface 
is abolished, due to the reorganisation of the membrane due 
to the external electric stress. This means that the plasmid 
can interact with the electropermeabilised membrane [28]. 
Plasmid/membrane complexes are formed and grow as local 
aggregates (on time scales of  s to ms). Once the field is 
turned off, the growth of the plasmid aggregates ceases. The 
plasmid/membrane interaction is not homogeneously distrib-
uted on the electropermeabilised cell caps, as seen for the 
transfer of small molecules such as PI (see Fig. 2). This in-
teraction takes place only where the plasma membrane is 
under permeabilisation (i.e. when an electric field of magni-
tude exceeding Ep is present) [28]. Of course bulk plasmid 
molecules are only electroconvected toward the cathode fac-
ing side of the cell when the field is applied. Therefore no 
plasmid membrane interaction occurs when plasmid mole-
cules are added after electropermeabilising the cell as no 
field is present to induce the DNA electrophoresis in the bulk 
[20, 29, 30]. The presence of plasmids as spots (as detected 
by a fluorescence method) in the affected (electropermeabi-
lised) caps remains to be explained. In a reference book on 
electropermeabilisation [31], we suggested that the field dis-
tribution in the vicinity of the permeabilised membrane may 


















Fig. (2). Images of CHO cells observed using fluorescence mi-
croscopy 1 minute following pulse application. Shown are the 
two observed mechanisms for molecule uptake: (a) cell under phase 
contrast (b) propidium iodide uptake (c) formation of spots of fluo-
rescent plasmid DNA with the membrane. Permeabilisation, visual-
ised by propidium iodide uptake, takes place in membrane “macro-
domains” facing the 2 electrodes, i.e. in regions where E>Ep; DNA 
uptake takes place inside the macro-domain facing the negative 
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membrane (conductive) defects is time dependent, the initial 
defects will allow a current to pass and the field lines associ-
ated with this current will electrophoretically convict plas-
mids into the defects. The flow of DNA into the initial de-
fects may then expand the defect, thus increasing its size and 
electrical conductivity, as a consequence increasing the elec-
tric flux into the defect and as a result attracting more DNA 
(as observed under the microscope). This process is then a 
form of autocatalytic phenomenon. Interestingly, unpub-
lished data from our group shows that when a train of pulses 
is applied, there is a growth of spots but no creation of new 
spots. One open question is to understand the structural or-
ganisation of the plasmids. A natural question is how can 
they cluster while bearing the same sign electric charge? A 
possibility is that multivalent cations, from the cell interior 
allow the formation of DNA aggregates [32] in a mechanism 
similar to that which enables DNA to interact with the cell 
membrane in the presence of multivalent ions. Spots remain 
present at the cell surface for a long time (of the order of 
minutes) after pulse application.  
 The field is a strong modulator of gene transfer. It acts at 
the membrane level and it must be larger than the permeabi-
lising threshold to induce membrane reorganisation neces-
sary for the transfer. The size of the cell cap suitable for the 
transfer increases with the field strength and can be shown to 
be proportional to (1-Ep/E) for E>Ep (and is zero for E<Ep). 
Of course, fields which are too large lead to a loss in cell 
viability, and thus a careful optimisation is necessary. The 
degree of electrophoretic plasmid migration (controlling the 
amount of plasmid accumulated against the electropermeabi-
lised surface) is a linear function of the field strength. This 
means that the total field effect is proportional to (E-Ep) and 
that transfer efficiency should increase with E up to a limit 
where cell viability starts to be adversely affected. Under 
permeabilising field conditions (E>Ep), the pulse duration 
plays a critical role in the formation of the plas-
mid/membrane complexes. These complexes are easily de-
tected when the pulse duration is at least 1 ms but highly 
sensitive technologies show that they are formed with shorter 
pulses (unpublished data). The plasmid content in the com-
plex is determined by the number of applied pulses (N) and 
the pulse duration (t) [28]. However the number of spots is 
not sensitive to these factors. The reaction with the mem-
brane of the plasmid electrophoretically pushed against per-
meabilised membrane is increased with increasing pulse du-
ration. This again shows the positive role of the pulse dura-
tion in gene electrotransfer. This contribution of the pulse 
duration to the plasmid/membrane interaction has already 
been illustrated by a complex dependence of the gene ex-
pression [22]. If one uses the electric field dependence de-
rived above, the associated gene expression Eexpr can be fit-
ted by the equation:  
Eexp r = f (DNA)Nt 2.3 E  E p( ), 
as long as the cell viability is not affected to a large extent by 
the pulse duration. In this equation f(DNA) is a function of 
the DNA concentration in the buffer solution. The depend-
ence on the plasmid concentration is rather complex, as too 
high levels of plasmids may be toxic for the cells [33]. This 
may be linked to the induction of apoptotic processes [34, 
35]. The practical conclusion is that in vitro an effective 
transfer is obtained by using long pulses in order to drive the 
plasmid towards the permeabilised membrane but with low 
field strength to preserve the cell viability [25, 36]. Never-
theless, gene transfection was obtained with short high field 
pulses in the early pioneering experiments in this field [20, 
37], in a very recent study [38] and with stem cells [39]. In-
terestingly, Kanduser et al suggested that for a given DNA 
concentration, there is a corresponding optimal pulse dura-
tion. 
 Recent studies of electric field vectoriality shows that the 
plasmid/membrane interaction is not a simple accumulation 
of plasmid as adsorbed spots at the level of the membrane 
surface, but some irreversible insertion of plasmids into the 
permeabilised membrane occurs. No free plasmid diffusion 
into the cytoplasm is detected (as it was proposed in older 
work [30]). The plasmid/membrane complex remains acces-
sible to DNase I, for up to 60s after the pulsation in the case 
of CHO cells. The plasmid spots, which are anchored in the 
membrane after the electric field application, remain sensi-
tive to the degrading action of the externally post-pulse 
added nucleases, which are known not to cross the mem-
brane [23]. The use of pulse trains with field polarity inver-
sion (i.e. fields applied in opposite directions) shows that the 
spots can be removed from the cell surface if the field inver-
sions are applied sufficiently quickly after each other. This 
study reveals that a gap of at least 2 s between opposing 
pulses appears to be necessary to obtain a stable plas-
mid/membrane complex with 5 ms pulses [40]. There are 
two components of the DNA/membrane interaction: (i) a 
metastable DNA/membrane complex from which DNA can 
leave and return to external medium and (ii) a stable 
DNA/membrane complex, where DNA cannot be removed, 
even by applying electric pulses of reversed polarity. Only 
DNA belonging to the second class leads to effective gene 
expression [41]. Several minutes after the electropulsation, 
plasmids are still present on/in the cell surface. However a 
slow transmembrane traffic is present and as a result, plas-
mids leave the complex and diffuse in the cytoplasm after 
about 10 minutes [28]. Plasmids are then present at the sur-
face of the nucleus, but only a small fraction actually crosses 
the nuclear envelope to be expressed, a few hours after the 
electropulsation. These intracellular steps remain rather 
poorly understood as already mentioned. An increase in ex-
pression by working at 37°C during all these post pulse steps 
was observed [42]. The use of hypo-osmolar buffers was 
also found to enhance expression [43]. Interfacial water-
associated repulsive forces are present when DNA, a hy-
drated body, is in contact with cell membranes. Their magni-
tudes are decreased under hypo-osmolar conditions as mem-
brane undulations are suppressed. Decreasing the surface 
forces via hypo-osmolarity decreases the repulsion and fa-
cilitates transfer. Starving cells was shown to prevented ex-
pression, suggesting an active contribution of the cell me-
tabolism in transfer and/or expression [44]. The other main 
limiting step in gene electrotransfer is the transfer inside the 
nucleus. Expression is known to be higher when electrotrans-
fer is performed on cells undergoing mitosis [45]. In non-
dividing cells, the nuclear envelope is an especially problem-
atic hurdle to gene transfer. Transfer is supposed to occur 
through the nuclear pore complex (NPC) [46-49]. No direct 
biophysical method to alter the nuclear envelope or pore has 
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been reported to date. However a successful biological ap-
proach consists in modifying plasmid vectors to enhance 
nuclear import through the NPC [50]. The concept behind 
this method is to increase the affinity of the plasmid for the 
NPC by the use of nucleus localising sequences (NLS) thus 
assisting transfer and expression. The above discussion re-
flects the fact that cell electrotransfection is a complex cellu-
lar process and not simply the pushing of a linear plasmid 
DNA molecule across a hole punched in a lipid bilayer. 
However, even a convenient model, one has to keep in mind 
that a cell in culture may not encounter all the complexity 
linked to cells in tissues. In order to increase our understand-
ing of the DNA electrotransfer process, we have exploited 
multicellular tumour spheroids as an ex vivo model of tu-
mour. We used confocal microscopy to visualise the reparti-
tion of permeabilised cells in spheroids subjected to electric 
pulses. Our results reveal that even if cells, including those 
present inside the spheroids, can be efficiently permeabilised 
with electric fields, gene expression remains limited to the 
external cell layers of the spheroid [51]. This localised gene 
expression, indicates that the spheroid model is more rele-
vant morphologically speaking to an in vivo situation than 
cells cultured as monolayers; physical or physiological barri-
ers are present in this organised assembly. The spheroid 
model appears as a step in our way to analyse electro-
mediated gene delivery processes. 
TRANSFECTION EFFICIENCY IN VIVO IN TISSUES  
 The use of electropulsation for introducing naked plas-
mid DNA in vivo is an expanding field. The first studies re-
port encouraging results of electrically-assisted delivery of 
DNA into easy-to-access-tissues such as skin, liver, tumours 
and muscle in mice [37, 52-60]. Subsequently, electropulsa-
tion using plasmid DNA was also tested in several other tis-
sues, such as lung [61, 62], retinal ganglion cells [63], spinal 
cord [64], cornea [65], kidney [66, 67], brain [68], synovium 
([68], cartilage (joints) [69], bladder [70], spleen [71], ca-
rotid artery [72] and tendon [73]. Results of these studies 
demonstrated that the expression of the gene of interest is 
enhanced by electropulsation of specific tissues in vivo. The 
feasibility of electropulsation as a nucleic acid delivery sys-
tem was demonstrated using different reporter genes as well 
as therapeutic genes [74]. The most commonly used reporter 
genes were green fluorescence protein (GFP),  -
galactosidase and luciferase, the first two enabling the visu-
alisation of spatial distribution as well as overall transfection. 
New whole animal imaging technologies, using different 
fluorescent or luminescent markers, are now used to follow 
non-invasively the temporal and spatial distribution of gene 
expression [75] (Fig. 3). In addition to reporter genes, vari-
ous other therapeutic genes were also used in electropulsa-
tion protocols. Several different diseases were treated by 
electrogene therapy, including cancer, muscle disorders, such 
as muscle dystrophy, blood disorders and arthritis (for re-
view see Andre et al. [76]). Furthermore, skeletal muscle 
could be used as a pool for the various molecules that were 
expressed after electrotransfection and were then shed into 
the blood stream and act as therapeutic proteins. So far stud-
ies have mainly concerned diabetes, anaemia (erythropoietin) 
and DNA vaccines [77, 78]. Since the obvious target of 
DNA vaccination is muscle or skin, electrotransfer holds 














Fig. (3). Visualisation of GFP expression in tibialis muscle of a 
mouse (C57/Bl6) 
After direct intra muscular (i.m.) injection of the plasmid solution 
(10 g in PBS, 25 L), electropulsation (8 pulses lasting 20 ms at 
200 V/cm, 1Hz) were applied by mean of plate electrodes. GFP 
expression was directly observed through the skin by fluorescence 
stereomicroscopy (GFP filters) several days after plasmid electro-
transfer. 
 
 The general procedure for electrogenetransfer is quite 
simple. Sterile endotoxin-free plasmids in an aqueous buffer 
(or water) are injected into the target tissue. The tissue is 
placed between the electrodes, via which electric pulses are 
applied. Gene expression depends on the quantity of injected 
plasmid (range of plasmid amount: 20–100  g) [58] and on 
the volume of injection [79]. For clinical applications, differ-
ent routes of injection are defined depending on the target: 
intramuscular (i.m.), intradermal (i.d.), intratumoral (i.t.), 
and intravenous (i.v.) [80]. The volume of injection is lim-
ited by the size of the target tissue to avoid a dramatic and 
damaging swelling. The injection speed may be a key pa-
rameter for gene delivery into skeletal muscle and liver [81]. 
In case of mice skeletal muscle, an injection speed of 1.5 
 L/s is associated with a high level expression [82]. The de-
lay between injection and electropulsation depends on the 
tissue. In the case of murine B16 melanoma tumours, a short 
delay (<1 min) leads to a higher level of transfection [54] 
whereas, in murine skeletal muscle, no changes in the trans-
fection efficiency was observed for delays varying between a 
few seconds to 4 h [83]. 
 The electric pulse parameter used in gene electrotransfer 
varied between the studies [58, 84]. As expected from our 
discussions of single cell experiments, gene expression is 
detected only when an overcritical voltage to electrode dis-
tance is applied bringing about electropermeabilisation. This 
threshold Ep is dependent on the target tissues [37, 54]. The 
first study by Titomirov et al. used exponentially decaying 
short electric pulses (100-300 ms) in order to deliver myc 
and ras genes into the skin [52]. Later on Nishi et al. re-
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ported efficient  -gal transfection into brain tumours using 
square wave electric pulses with 8 pulses, 100 ms, 600 V/cm. 
In the same year, Heller et al. showed a great enhancement 
in  -gal expression in liver; about 30-40 % of the cells in 
normal liver were expressing   -gal using electric pulse pa-
rameters that were used in electrochemotherapy protocol 
[37]. This protocol was also first tested for electrogene ther-
apy (6-8 electric pulses, 100  s, 1000 – 1500 V/cm). This set 
of electric pulses proved to be effective in delivering of 
genes, although with higher number of pulses (14 pulses), 
into murine melanoma B16 in vivo [85]. However, many 
different pulse parameters for electrotransfection were used; 
for example Rols et al. used 8 electric pulses, 5 ms, 800 
V/cm, 1 Hz for electrotransfection of B16 murine melanoma 
[54]. This study demonstrated, for the first time, that electric 
pulses of ms duration were needed to obtain efficient DNA 
transfection in tumors. Heller et al. thereafter reported that 
low voltage millisecond pulses resulted in higher, prolonged 
expression of plasmid DNA in mouse muscle than high volt-
age microsecond pulses [86]. Indeed, Mir et al. used 8 elec-
tric pulses of 20 ms and 100- 200 V/cm for the delivery of 
luciferase into mouse muscle [58]. Transfection in muscle 
was also obtained with 6 pulses of 50 ms and 100V/cm as 
demonstrated by Aihara et al. [57]. Other types of pulses, 
such as series of 1000 square wave bipolar pulses of 200  s 
and 45-50 V delivered to muscle showed similar transfection 
efficiency [77]. In addition, the combination of high voltage 
and low voltage pulses proved to be effective for delivery of 
plasmid DNA to muscle and skin [76]. The first pulses per-
meabilise the tissue while the others generate plasmid elec-
trophoresis [87] and in line with observations on single cells. 
In the case of liver, low numbers of short (several  s) 
stronger pulses at a low frequency (1 Hz) efficiently transfect 
this tissue [37]. It is thus important to study the electrical 
properties of the tissues and the effect of the external electric 
field to get a better understanding of the role and importance 
of the different parameters involved. 
 The effect of the electric field distribution in tissues is 
crucial. As is the case for GUVs and cells a key parameter is 
the local electric field strength. As the field results from a 
voltage applied between two electrodes, the electrode con-
figuration clearly controls the field distribution and as such 
the effectiveness of transfection [88]. Electrode configura-
tions for therapeutic purposes are parallel plates, wire and 
contact plate electrodes as well as needle electrodes and nee-
dle arrays [89, 90]. Electrode configuration affects electric 
field distribution in tissue, but due to its anatomy and its 
electrical properties, tissue reacts to the applied external 
electric field. If the applied external electric field is high 
enough, local permeabilisation of the tissue occurs, i.e. elec-
tric field distribution strongly controls permeabilisation as 
shown by Miklavcic et al. [91]. If the local electric field is 
too high, an irreversible change in cell membrane occurs, 
resulting in local tissue necrosis. At even higher electric 
field, local burns may occur. 
 In electrogene therapy, it is very important to obtain a 
large volume of permeabilised tissue, covering all the tissue 
being subjected to electropulsation and at the same time pre-
serving cells from damage. Therefore, it is necessary to 
choose optimal electrode configurations and pulse parame-
ters for the particular target tissue. A safe approach is to 
compute in advance the electric field distribution in tissue by 
means of modelling. Modelling of electric field distribution 
in tissue is demanding due to the heterogeneous material 
properties of tissue and its shape. Analytical modelling of the 
system appears difficult [92]. Therefore, in most cases, nu-
merical modelling techniques were used. Mostly finite ele-
ment and finite difference methods were applied [93]. Both 
numerical methods have been successfully used and also 
validated by comparison of the computed and measured elec-
tric field distributions [91]. Then finite element method vali-
dation by computed reaction electrical current was used as 
fast method of model validation [92]. Tissue electrical het-
erogeneity was never taken into account in the simulation, 
since tissues were always considered as an amorphous con-
ducting gel [94]. Electropermeabilisation induces a mem-
brane conductance change [95] as directly observed on cell 
pellets [96]. Abidor's results also pointed out that when 
pulsed, cells swell. This has been known since the 70's from 
observations on red blood cells [95], but it was shown to 
occur with nucleated cells as well [43]. Due to the swelling, 
the volume fraction is affected. Such a geometrical change 
should affect the field distribution in tissue and the value of 
the field at the cell level in the tissue [97]. A precise simula-
tion of the time dependent field distribution in the tissue is 
clearly needed for different electrode geometries to optimise 
these electrotechnical aspects of the biological treatment. 
 Another important topic to be considered in electrically 
assisted nucleic acid delivery is the type of the electrodes 
used for electropulsation. Most of the simulations and their 
experimental validations were obtained either with plate par-
allel electrodes or with needle arrays, which are the most 
popular set ups. Plate electrodes are still the most frequently 
used in electropulsation of different tissues, like muscles and 
tumours. Their advantage is that electric pulses can be ap-
plied transcutaneously and that electric field in-between the 
electrodes is quite homogenous [88]. However they could be 
applied only on a limited number of biological systems. The 
tissue might be pinched between the electrodes. Furthermore, 
their use is limited due to the small gap between the elec-
trodes, the size of which is limited by the capacity of electric 
pulse generators. Since the electric field needs to be higher 
when applied over the skin to reach threshold value for stra-
tum corneum permeabilisation, the limitation of plate elec-
trodes is that due to the relatively high field at the contact of 
the electrode with the skin, electrical burns can be induced. 
Besides damage to the overlying skin, there may be some 
damage (necrosis, apoptosis) to the underlying tissues ex-
posed to the electric field. Depending on the type of the tis-
sue and the treatment, this can be either a desirable effect 
(cancer treatment) neutral (not significantly detrimental as in 
the case of transfection of muscle for induction of immune 
response or systemic delivery) or undesirable (treatment of 
muscle disease by gene replacement such as muscle dystro-
phies) [77, 98]. The needle electrodes enable deeper penetra-
tion of the electric field into the tissue. However, the electric 
field distribution is not as homogenous as is the case of plate 
electrodes resulting in higher field intensity around the nee-
dles and on the tip of the needles. This may lead to the irre-
versible cell damage and local tissue necrosis. The heteroge-
neous field distribution is controlled by the diameter of each 
electrode. Very thin electrodes, where the tissue damage due 
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to their insertion is limited, are associated with a very broad 
field distribution but local burning is present at the electrode 
contact [99]. Therefore, new electrodes need to be designed 
and tested in order to minimise skin and tissue damages. 
Some studies have already performed in this direction. Spat-
ula electrodes used for electropulsation of mouse muscle 
were shown to induce less tissue damage compared to plate 
and needle electrodes [100]. Another type of electrodes re-
ferred to as needle-free patch electrodes was described for 
use in electropulsation of porcine skin [101]. Meander con-
tact electrodes were shown to be effective for gene delivery 
and expression in the skin [102]. In addition, a syringe elec-
trode device for simultaneous injection of DNA and electro-
transfer showed that much lower electric field strength, com-
pared to conventional plate electrodes, is needed for the 
same transfection efficiency, while also minimising the mus-
cle damage [103]. 
 Other key points for successful gene delivery and expres-
sion in tissues are tissue damage and persistence of plasmid 
DNA at the injection site. Electropulsation on live animals 
may cause side effects such as reversible inflammation 
[104], burns of the skin [105], vasocontriction reflex [106], 
or tissue destruction depending on the type of electrodes and 
electric field parameters. Optimisation of the experimental 
procedures is clearly needed. An empirical approach may be 
used [107]. A more systematic investigation of physical as 
well as biochemical parameters may bring a more rational 
evaluation. Electroporation after intradermal DNA injection 
does not result in increased plasmid persistence. The number 
of plasmids persisting in skin decreases over time and that 
adding electroporation to intradermal DNA administration 
does not significantly affect the number of persisting plasmid 
copies in skin [108]. Plasmid persisted in mouse skeletal 
muscle after intramuscular injection [109]. Persistence of 
plasmids in mice muscle tissue was restricted to the injection 
site and the amount of plasmids was more important when 
electroporation was applied compared to naked DNA injec-
tion alone [110].  
 The modulation of the extracellular space is another as-
pect of the gene delivery process. The extracellular matrix 
contains different components including collagen, proteogly-
cans, glycosaminoglycans, which form a structured gel 
[111]. In tumours, where interstitial pressure is uniformly 
elevated, convection in tumour tissue is especially negligible, 
and the plasmid DNA distribution relies on passive diffu-
sion, which is rather ineffective due to the large size of the 
molecule. In the muscle, the contact of DNA with the muscle 
fibre surface is obstructed by several extracellular matrixes 
(around each fibre, fascicles, whole muscle). In order to im-
prove the distribution of plasmid prior to electropulsation in 
the muscle and its electrophoretically driven drift to the tar-
get cells, pre-treatment with hyaluronidase (an enzyme that 
breaks down hyaluronase component of extracellular matrix) 
was tested. The results of these studies demonstrate an ap-
proximately a 5 fold increase in the expression of the gene of 
interest could be achieved after the pre-treatment of muscle 
with hyaluronidase [112, 113]. Other possible ways of in-
creasing the dispersion of plasmid DNA in muscle or tu-
mours is by using collagenase, as it has been demonstrated 
that diffusion in tumours is correlated with collagen content, 
but not with sulphated glycosaminoglycan or hyaluronan 
content [114]. Pre-treatment of muscle with collagenase or 
elastase injected 1 hour before electrotransfection led to 
lower transfection efficiency compared to pre-treatment with 
hyaluronidase [112]. Therefore, further direction in this field 
would be to treat the tissue, especially tumours, prior to elec-
tropulsation with collagenase alone or by the mixture of both 
enzymes at appropriate dosage and scheduling. Not only the 
modification of extracellular space can lead to increased 
transfection efficiency, the modification of plasma mem-
brane permeability by other means, in addition to electropul-
sation, such as pre-treatment of tissue (muscle) with sonopo-
ration can also increase efficiency. This electrosonoporation, 
as reported by Yamashita et al, showed that ultrasound in-
creased cell membrane porosity and thus enhanced delivery 
of naked plasmid DNA into the muscle cells in vivo in com-
bination with exposure of muscle to electric pulses [115]. 
 As a conclusion, electropermeabilisation is a promising 
method to deliver molecules into cells and tissues [116, 117]. 
However, only a few aspects of the mechanisms involved in 
this transfer have been fully elucidated. The different electric 
field parameters (pulse strength, duration, number and fre-
quency) play varying roles on membrane permeabilisation 
according to the size and charge of the molecules. They have 
to be adjusted for each cell line and tissue. Open questions 
still exist about the actual electropermeabilisation and the 
subsequent behaviour of the membranes both while the field 
is on ( s to ms time range) and after its application (from 
seconds to several minutes and hours). Moreover, there is a 
lack of information about the molecular processes associated 
with reversible loss of membrane cohesion and how mole-
cules are transported in complex environments, such as those 
found in cells and tissues. The main difficulties stem from 
the lack of single cell models which reliably replicate the 
complex in vivo environment. By using imaging, it becomes 
possible to visualise and to quantify the uptake of molecules 
(nucleic acids, antitumor drugs) in well defined membrane 
regions. Our objective for the near future is to give a com-
plete molecular description of the mechanisms. The use of 
different complementary systems with increasing complexi-
ties (model membranes, cells in culture, spheroids and tis-
sues in living mice) may help to give a molecular description 
of the DNA transfer. Nevertheless, as described in the fol-
lowing papers of this special issue, pre-clinical and clinical 
applications have been successfully developed for antitu-
moural drug delivery and clinical trials for gene electrotrans-
fer are currently underway. 
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Abstract
This review presents an overview of the effects of electric fields on Giant Unilamellar Vesicles (GUVs). The
application of electrical fields leads to three basic phenomena (i) shape changes (ii) membrane breakdown (iii)
uptake of molecules. We describe how some of the above observations can be used to measure a variety of physical
properties of lipid membranes, or to advance our understanding of the phenomena of electropermeabilization. We
also present results on how electropermeabilization and other liposome responses to applied fields are affected by
lipid composition and by the presence of molecules of therapeutic interest in the surrounding solution.
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Re´sume´
De´stabilisation de liposomes ge´ants par des champs e´lectriques :
Un tour d’horizon des applications actuelles
Cette revue dresse un e´tat de la connaissance des effets de champs e´lectriques sur des ve´sicules unilamellaires
ge´antes (GUVs). L’application de champs e´lectriques donne lieu a` trois classes de phe´nome`nes (i) des change-
ments de forme (ii) un bouleversement de la membrane (iii) l’entre´e de mole´cules. Nous expliquons comment ces
phe´nome`nes peuvent eˆtre utilise´s pour mesurer diverses caracte´ristiques de la membrane lipidique, ou comment ils
peuvent aider a` ame´liorer notre compre´hension de l’e´lectroperme´abilisation. Nous pre´sentons aussi des nouveaux
re´sultats concernant l’influence de la composition lipidique de la membrane ou la pre´sence de mole´cules d’inte´reˆt
the´rapeutique dans le milieu de pulsation.
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1. Introduction
Our conception of the role of lipid molecules in biological membranes has dramatically evolved over the past few
decades. The lipid membrane was first considered as a purely passive barrier and a substrate to house membrane
proteins which carried out the biological functions of the cell membrane. However it is now widely accepted that
lipids play an active role in a number of biological processes. Their physico-chemical properties, confered by their
structure and their amphiphilic nature, have consequences well beyond their self-assembly and ability to form a
barrier. However, the study of the behavior of lipid molecules in a complex environment, such as a living cell,
turns out to be a very difficult task due to the presence of other cell constituents such as the cytoskeleton and
organelles, and also because of the large number of different lipid species present. Another source of complexity
emerges from the presence of various membrane proteins and the cell glycocalyx.
Fortunately, we are now able to form cell-sized artificial membranes with well controlled compositions . These
objects are called Giant Unilamellar Vesicles (GUVs), and are also referred to as giant vesicles or giant liposomes.
Their study has become increasingly popular in chemistry, biology and physics laboratories. Their primary interest
is probably their size which, being of the order of several micrometers, allows their direct observation via optical
microscopy techniques. During the eighties, Angelova and Dimitrov developed an efficient protocol for GUV
production known as electroformation [1], which was later shown to indeed produce unilamellar vesicles [2]. Due
to the ease of their fabrication and their rich phenomenology, artificial vesicles have received an ever growing
interest from the scientific community, as attested by the increasing number of studies using GUVs as membrane
model systems. We anticipate that this tendancy could even accelerate in the future, as a number of obstacles in
the preparation of giant liposomes under physiological conditions have recently been overcome [3,4,5,6].
This paper has for aim the introduction of the various phenomena that occur when GUVs are subjected to
electric fields. Dimova et al have written comprehensive reviews about the effects of electric fields on GUVs [7,8]
and about the physics of GUVs in general [9]. The present paper is a natural sequel to these articles. Being a
review paper, it naturally suffers from a certain subjectivity and is obviously not exhaustive, however we hope
it will be of use to newcomers in the field or to people familiar with Dimova’s reviews and who wish to know
about the most recent developments. It is organized in the following way: we first describe results on the influence
of electric fields on giant liposomes, along with their theoretical explanations when they exist. We then describe
some applications resulting from these behaviors. In addition, we present some preliminary results on the effect
of lipid composition and the presence of poloxamers on the electropermeabilization of GUVs. Some results on the
electromediated uptake of DNA by GUVs are also described.
2. Some effects of electric fields on giant vesicles
Both DC pulses and AC fields can strongly destabilize giant vesicles and influence their behavior. Depending
on the parameters of the applied field, giant vesicles can porate, fuse, deform, or even exhibit domain motion in
the case of multicomponent liposomes. The purpose of this section is to present these phenomena.
2.1. Deformation
To our knowledge, the deformation of giant vesicles by electric fields (or electrodeformation) was first extensively
studied by Kummrow and Helfrich in the early nineties [10]. The authors applied sinusoidal AC electric fields of ∼1
kHz frequency and amplitudes ranging up to 100 V/cm, and found that spherical liposomes deformed into prolate
ellipsoids oriented in the field direction, the degree of deformation increasing with the magnitude of the applied
field. This type of deformation had already been predicted earlier [11]. Monitoring the relative area dilation of the
membrane yielded an experimental estimate for the bending rigidity kc of the lipid bilayer (see subsection 3.1).
A few years later, Mitov et al explained theoretically and observed experimentally a prolate to oblate shape
transition when increasing the field frequency above a few kHz [12]. However, these experiments were limited to
vesicles in pure water (internal-external conductivity ratio x = λin/λout ≈ 1), and to AC field frequencies in the
kHz range. An extensive study of the influence of the media’s electrical conductivities (x > 1 or x < 1) in a wider
range of frequencies f (from 102 to 108 Hz) was published fifteen years later [13]. In [13] Aranda et al observed
that GUVs could attain oblate, prolate or spherical shapes upon varying x or f , and were able to construct a
morphological phase diagram describing four different transitions whose characteristic frequencies depend on the
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conductivity ratio x. At high frequencies (several MHz), all vesicles were found to adopt spherical shapes. At low
frequencies (f < a few kHz), all vesicles deformed into prolate ellipsoids, as predicted in [11]. The prolate to oblate
transition happens at intermediate frequencies for x < 1, i.e. when there is more salt outside the liposomes than
inside. Another transition of this type could also be triggered at a fixed frequency f by varying x, for example by
adding pure water to the sample and thus increasing the conductivity ratio. These behaviors can be qualitatively
understood if one considers the motion of ions and the distance they travel in presence of an AC electric field.
If the field frequency is large they are virtually immobile, while if the frequency is lowered they can be pushed
against the membrane and then modify the vesicle shape. Nevertheless, at that time there was no theory able
to fully describe these four transitions as a function of f and x. Winterhalter and Helfrich’s theory [11] did not
account for the recovery of the spherical shape at high frequencies, and Mitov’s theory could not either [12]. An
analytical theory explaining all the features in the morphological diagram of [13] was finally developed in [14]. In
this approach, vesicle shape was determined by balancing electric, hydrodynamic, bending and tension stresses
exerted on the membrane. This force balance approach also provides information about the kinetics of liposome
deformation, unlike former theories based on energy minimization [11,12].
Winterhalter and Helfrich’s model also predicted that DC pulses should deform spherical vesicles into prolate
ellipsoids too [11]. However, DC pulses usually have durations of the order of several tens or hundreds of microsec-
onds, or at most of some milliseconds. Imaging at such high rates is impossible with classical video cameras, so if
one wants to get insight at what happens during an electric pulse application, one has to work with a fast imaging
setup allowing image acquisition at several thousands frames per second. This approach was first applied by Riske
and Dimova , and they indeed found that GUVs deformed into prolate ellipsoids upon the application of electric
pulses of 50–300 µs duration and 1–3 kV/cm amplitude [15]. They worked with salt-free solutions, but still at a
conductivity ratio of x ∼ 1.3, meaning that the solution inside the vesicle was more conductive that the outer one.
Later, when the same authors wanted to work in conditions closer to physiological ones and to investigate the role
of salts in the exterior medium, it was somewhat surprisingly found, that vesicles subjected to electric pulses in
salt solutions always adopted cylindrical shapes, irrespective of their ionic content (and thus of the conductivity
ratio)[16]. This finding still lacks a quantitative theoretical explanation.
2.2. Electropermeabilization
Electric pulses may also have much more dramatic effects on lipid bilayers than simple deformation. They can
sufficiently disrupt the membrane as to allow the uptake of otherwise nonpermeant molecules such as Propidium
Iodide, plasmid DNA or cisplatin. Depending on the field strength used this can occur in a reversible manner and
without affecting cell viability [17]. This process, called electropermeabilization, has led to biomedical applica-
tions in the fight against cancer, or in the field of gene therapy [18,19]. Despite its increasing popularity among
physicians, biologists and oncologists, no one knows for sure what really happens when subjecting a living cell
to a permeabilizing electric pulse. Uptake mechanisms are triggered by the electric potential difference across the
membrane ∆ψ induced by the field and seem to be dependent on the size and charge of the transfered compounds.
No consensus exists on the way the membrane reorganizes at the molecular level and this question still remains
a challenge. Here again, GUVs are convenient tools to investigate these questions. Some studies have been per-
formed, and have shown that giant vesicles can indeed become permeabilized by DC electric pulses. By coupling
electropermeabilization and the micropipette aspiration technique, it was shown that the critical membrane volt-
age ∆ψc required for breakdown ranged from 1.1 to 1.8 V depending on membrane composition [20]. It was also
observed that a macropore of several micrometers size could be induced [21]. It was later shown by Tekle et al
that the mechanism of pore formation is asymmetric [22]. A macropore is formed on the cathode-facing side of the
vesicle, whereas the presence of many smaller pores on the other hemisphere can be inferred from the size decrease
of the liposome following pulse application. This phenomenon of GUVs shrinkage during electropulsation was then
extensively studied by our team [23]. By applying a sequence of long (5 ms) electric pulses, we found that vesicles
shrank, down to a critical radius beyond which their size no longer changed. We identified three mechanisms for
the lipid loss: formation of macropores on the cathode-facing side as already reported [22], formation of tubular
structures on the anode facing side, and formation of small vesicles at both poles. These three features should
probably not be considered as distinct mechanisms. Macropore and tubules formation probably reflect the same
phenomena, as they were found to occur together. Small vesicles expulsion can be understood as another way of
expelling lipids, and may under certain conditions be more energetically favorable than tubule formation. While
assuming that the area lost per pulse was proportional to the permeabilized area (the area on the vesicle where
the induced transmembrane voltage ∆ψ = (3/2)RE cos(θ) exceeded the critical transmembrane voltage ∆ψc, R
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denoting the radius of the vesicle, E the pulse amplitude and θ the angle with respect to the field direction), we
were able to analytically predict the decrease of the GUV radius as a function of the number of applied pulses.
We fitted our experimental data with the appropriate formula, and finally obtained the values of ∆ψc for DOPC
and EggPC vesicles, 0.85 and 1 V respectively. Later on, we conducted the same experiments with liposomes of
another composition: DOPC/Sphingomyelin/Cholesterol (2/2/1, mol/mol/mol) [unpublished results]. We found
∆ψc ≈ 0.4 V for this composition closer to the actual lipidic composition of a real cell membrane. This finding is
interesting, as to our knowledge, such a low value for permeabilization threshold of GUVs has never previously
been found. Typical values are about 1 V for giant liposomes containing a single phosphatidylcholine, or a simple
two component mixture, while typical critical transmembrane voltages are about 0.2 V for many cell types [24].
Our results thus indicate that the reason for this discrepancy with respect to the case of simple model membranes
may be due to the presence of several lipid phases. Macropore formation was also studied by Riske and Dimova
[15]. The pulses they applied were shorter and more intense than ours, but could still cause macropore formation.
It was shown that poration of the vesicles affected the membrane relaxation dynamics, and that the initial mem-
brane tension had a strong influence on the critical potential difference for porating the GUV. Another recent
study reported that the presence of anionic lipid species in the membrane could cause vesicle bursting, whereas
simple phosphatidylcholine membranes usually reseal after a permeabilizing electric pulse [25].
2.3. Motion of domains
Increasing the membrane complexity by addition of different phospholipids and cholesterol leads to phenom-
ena that can not be observed in single component GUVs. Staykova et al managed to monitor the motion of
liquid ordered domains in giant vesicles made of DOPC/DPPC/Cholesterol (different molar ratios were explored)
subjected to AC electric fields of ∼500 V/cm amplitude in the kHz frequency range [26]. They report that this
movement had characteristic features depending on the field parameters, and that it was caused by the inhomoge-
neous surface tension induced by the field because of the chamber geometry. It was the first time this phenomenon
of induced charge electro-osmosis was observed and studied on a lipid membrane.
2.4. Fusion
Membrane fusion is a key process of life. It is one of the most common ways for molecules to enter or exit
cells. The process of fusion occurs in a variety of important biological processes such as nerve signal transmission
provided by the fusion of synaptic vesicles to the outer membranes of nerve cells. Other processes where fusion
occurs are intracellular trafficking [27,28] and viral infection by membrane-enclosed viruses [29,30].
However, membrane fusion does not occur spontaneously because of large energetic barriers in biological mem-
branes. These energetic barriers are caused by Van der Waals, electrostatic and steric repulsions and by strong
hydration [31,32]. To promote membrane fusion it is essential to overcome these barriers. In biological membrane
systems this process occurs via fusion proteins [33,34] in a multistep process. For most viruses, a fusion event is
achieved in two steps. First, fusion proteins recognise a site for fusion on the membrane of the host cell. Then,
the hydrophobic domain of the fusion protein inserts itself into the membrane of the host cell.
Studies of the fusion pathway have shown two important types of intermediate structures in the fusion mecha-
nism: hemifusion structures and fusion pores [35]. Hemifusion structures form a connection between outer leaflets
but not between inner leaflets which remain distinct. They are transient structures that either dissociate to give
two independent membranes or induce fusion pores [35]. Fusion pores are connections between both outer and
inner leaflets, they form an aqueous connection between the two aqueous compartments. The propensity to obtain
these two intermediates depends on lipid composition, as fusion depends on the ability of the membrane to bend
into these states and thus on the spontaneous curvature and bending rigidity of the associated monolayers and
bilayers [36]. Obviously another condition to induce fusion is the establishment of a sufficiently close inter-bilayer
proximity. As hydration forces contribute to the repulsion between membranes, the fusogenic state can be induced
via bilayer dehydration [37]. In biological systems dehydration can be induced by calcium ions that neutralize the
negatively charged phospholipid head groups, reducing electrostatic repulsion between membranes, and/or help
the formation of Ca2+-phosphate bridges between opposing bilayers [38]. Dehydration can also be induced by the
application of an electric field on membrane systems, which can rearrange the interfacial water molecule network
[39].
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Electrofusion is a very convenient way to control, both spatially and temporally, fusion events. It is thus possible
to trigger and observe the whole fusion process to study the underlying mechanisms. To occur, electrofusion
requires two conditions: (a) electropermeabilization and (b) contact between lipid membranes. When the two
membranes are close enough and lipid perturbation is high enough, fusion occurs; for cells this was demonstrated
by Zimmermann in 1982 [40]. It has been shown that membrane fusion can be obtained, not only by pulsing
cells already in close contact, but also by bringing them into close contact after their permeabilization [41,42,43].
Electropermeabilized membranes are thus fusogenic. For a better understanding of the fundamental processes
involved in membrane fusion, lipid vesicles are often used as model systems [44,17]. An AC field can be used to
align vesicles in the field direction and bring two vesicles into contact. A subsequent application of a DC pulse
induces the permeabilization of the two vesicles and if permeabilization is induced in the contact area fusion is
induced. Membrane fusion is a fast process. It has been shown that the fusion process occurs within two stages
[45]. The first stage is the opening of the fusion neck with an average expansion velocity of about 2 cm/s. In the
second stage, the neck-expansion velocity slows down until complete opening of the fusion neck. In the absence
of salt, the fusion typically occurs at several contact points of the vesicles. In the case of several contact points
(more than two), the coalescence of these fusion necks can lead to small vesicles enclosed in the contact zone [45].
In the presence of salt in the solution outside of the vesicles, the DC pulse induces vesicles deformation and the
vesicles are pushed together and form a flat contact zone. As no enclosed vesicles are observed, one may infer that
only one fusion neck or a small number of such necks has been formed.
In summary, it is possible to control and observe vesicle fusion by the method of electrofusion. Vesicle fusion
has applications that we will discuss in subsection 3.3.
3. Some applications
In the last section, we have reviewed the various possible responses of GUVs subjected to different kinds of
electric fields. These phenomena have led to applications, which we describe in this section. We first describe how
shape analysis of giant liposomes in an AC field can allow the measurement of the lipid bilayer bending rigidity
kc. Then we show how electric pulses can be used to efficiently load GUVs with non permeant molecules. In
subsection 3.3, we highlight some applications of membrane fusion. Finally we explain how to measure the edge
or line tension γ of lipid membranes, and how electric fields can be employed to improve the current measurement
methods.
3.1. Measuring bending rigidities
The bending rigidity kc is a material property of lipid membranes introduced by Helfrich in his theory of the
elasticity of lipid bilayers [49]. It has the dimensions of energy and, roughly speaking, can be related to the energy
price one has to pay in order to bend a membrane. It plays a role in the control of the membrane shape, in the
determination of the amplitude of thermal fluctuations, or in the modulation of membrane proteins activity, and
thus being able to measure it is of interest in the understanding of various biological events. Here we will just
describe the kc measurement method based on electrodeformation. There exist other ways of measuring bending
rigidities which are described in the review of Marsh [46].
Bending rigidity measurements via electrodeformation were first carried out by Kummrow and Helfrich [10].
Giant vesicles were exposed to AC fields of a few kHz frequency and ∼100 V/cm amplitude, and shapes were
recorded while increasing the field amplitude. The liposomes deformed gradually into a more and more elongated
prolate ellipsoid, and also changed their apparent surface area due to the flattening of thermal fluctuations.
The basic idea of the method is first to calculate the lateral tension σ induced by the field using the relation
σ(c1 + c2)e − (Trr)e = σ(c1 + c2)p, where c1 and c2 are the principal curvatures of the ellipsoid, Trr is the stress
exerted on the outer surface of the vesicle by the field which gives rise to the deformation and the flattening of
undulations, and the subscripts e and p indicate that the associated quantities are calculated at the equator and
the poles of the vesicle, respectively. The relative area change α is given by (kBT/8pikc) ln(σ/σ0); one can easily
see that fitting a straight line to the logarithmic plot of α as a function of σ leads to a determination of kc and
of the vesicle’s initial tension σ0. This method was later applied by Gracia` et al in order to study the influence
of cholesterol on the rigidity of membranes of various compositions [47]. The authors also employed another
measurement method for kc based on the analysis of membrane fluctuations (see [48] for example). It was found
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Figure 1. Confocal microscopy image of a DOPC GUV fluorescently labeled with Rhodamine-PE (red) in presence of plasmid
DNA labeled with TOTO (green). One can see on the left image that there is no DNA present inside the liposome before electric
treatment, and on the right one that after electropermeabilization the vast majority of electrotransfered DNA is under free form
and not enclosed in endocytosis-like vesicles. Tubules and small vesicles associated with lipid loss, as described in 2.2, can also be
observed. Field polarity is indicated on the left picture.
Image obtenue par microscopie confocale d’un GUV de DOPC marque´ a` la Rhodamine-PE (rouge) en pre´sence d’ADN plasmidique
marque´ au TOTO (vert). On peut voir sur l’image de gauche qu’il n’y a pas d’ADN dans le liposome avant application des impulsions
e´lectriques, et sur l’image de droite qu’apre`s l’e´lectroperme´abilisation la grande majorite´ de l’ADN transfe´re´ est pre´sent sous forme
libre, et non dans des ve´sicules d’endocytose. On peut aussi observer les tubules et petites ve´sicules associe´s a` la perte de lipides
de´crits en section 2.2. La polarite´ du champ est indique´e sur l’image de gauche.
that the electrodeformation method leads to slightly lower values kc than the fluctuation method (as noted in[10]).
Nevertheless, both methods give the same trends and reproducible results. The results suggest that the effect of
cholesterol addition on the membrane bending rigidity is concentration dependent, but is also higly influenced by
the lipid type to which cholesterol is added. An important point to keep in mind is that the electrodeformation
method using the theoretical analysis described above cannot be applied if one works in salt solutions or with
charged lipid species.
3.2. Loading vesicles
As previously stated, DC pulses are useful tools to enable the entry of nonpermeant molecules into cells. They
can thus also enable one to load a vesicle with compounds of interest. This has applications in drug delivery, where
lipid vesicles play the role of cargo carriers, but is also of interest in fundamental research, for example when trying
to understand the nature of the DNA/membrane interaction occuring during cell electropermeabilization [50]. As
far as we know, two papers focusing on the electromediated DNA uptake by liposomes have been published to
date. In [51], the authors applied a single electric pulse of 12.5 kV/cm amplitude and 300 µs duration to large
unilamellar vesicles (∼100 nm size, two orders of magnitude smaller than GUVs) composed of DPPC/cholesterol
(7/3, mol/mol) in presence of high molecular mass DNA of size similar to that of the plasmid DNA usually
employed in gene transfer protocols. They claim that the uptake mechanism took place via the electrostimulated
formation of endosome-like vesicles rather than via electropores. These conclusions were questioned ten years later
by Lurquin and Athanasiou, who found that DNA could enter DPPC GUVs under free form by a mechanism
involving electro-induced membrane pores [52]. They used longer pulses (12 ms) of smaller amplitude (1500 V/cm),
but which caused greater induced transmembrane voltages than those of Chernomordik et al [51].
In order to resolve these conflicting results, we carried out DNA loading experiments on DOPC GUVs. Our
results clearly favor the second mechanism involving DNA entry via electropores. As can be seen on Fig. 1,
showing a vesicle before (left panel) and after (right panel) electric treatment (15 pulses of 5 ms duration, 370
V/cm amplitude and 0.33 Hz frequency), plasmid DNA stays trapped inside the vesicle, mostly under free form
and not in endocytosis-like vesicles. Tubules and small vesicles associated with lipid loss and vesicle shrinkage, as
described in 2.2, can also be observed. These small vesicles may contain some DNA, but DNA entry under free
form is the predominant mechanism. Using confocal microscopy, we were able to quantify the amount of DNA
entering the liposome after each pulse, and are currently developing a theoretical model able to account for the
increase of DNA concentration inside the GUV [53].
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3.3. Applications of fusion
As membrane fusion induces a mixing of the lipids initially present in each membrane and a mixing of the
aqueous compartments, electrofusion could be used to introduce molecules into a membrane or into an aque-
ous compartment. In the case of the fusion of two vesicles having different lipid compositions, it is possible to
produce multicomponent vesicles of well-defined composition [54,7]. This provides the possibility of studying the
dynamics of domain formation and stability. When giant vesicles are prepared directly with a multicomponent
lipid mixture, the compositions of the different vesicles are dispersed about the composition of the initial lipid
mixture. Electrofusion of two vesicles each made of different components thus allows one to obtain vesicles with
a well specified composition. Fusing two vesicles of non-miscible lipid composition produces micro-domains in the
resulting vesicle’s membrane.
The fusion of two vesicles of different content is a realization of a microreactor. It has been shown that two
vesicles can encapsulate one ore more reagent molecules [55]. When electrofusion is induced between these two
vesicles, the contents of the two vesicles are mixed and a chemical reaction between the two reagent molecules
can occur. This method needs one condition to be efficient: the lipid membranes of the two compartments have
to be impermeable to the reactants. The first use of vesicles as microreactors was demonstrated with a chemical
reaction between the calcium sensitive fluorescent dye fluo-3 and Ca2+ [55]. A batch of vesicles was loaded with
fluo-3 and another was loaded with Ca2+. The two types of containers were mixed, electrofusion was induced and
fluorescence enhancement due to the formation of a complex between fluo-3 and Ca2+ was observed. The method
of electrofusion provides a promising tool for studying and following one chemical reaction at a time where spatial
and temporal localization can be precisely controlled. Furthermore, the small volume used in this technique could
also provide a general chemical or biochemical delivery system.
Based on this previous experiment, electrofusion has been used as a method for nanoparticle synthesis in vesicles
[56]. In this case, one vesicle is loaded with Na2S and the other one with CdCl2. The application of an AC field
allows the bringing of vesicles into contact, DC pulse application then induces fusion and as a consequence mixing
of the two compartments. Fluorescence in the interior of the resulting vesicles indicates the formation of CdS
nanoparticles. Thanks to this approach it is possible to observe and monitor the whole reaction with an optical
microscope. This experiment suggests that nanoparticles could be synthesized in biological compartments even
without the intervention of macromolecules.
3.4. Measuring edge/line tensions
The hydrocarbon chains of lipids are hydrophobic and the energy cost per unit length for leaving the hydrophobic
core of a membrane in contact with water is called the line or edge tension γ. It is often hypothesized that for
large edges the lipid heads can bend over the edge to make the edge hydrophilic, however there is still an edge
tension due to the bending energy associated with this lipid rearrangement. The edge tension is a lipid material
property and depends on the external medium. It is the edge tension that makes a membrane patch embedded in
an aqueous environment spontaneously bend to form a vesicle, and it also generates the force driving pore closure
in lipid bilayers [57,58]. Roughly speaking, the higher the edge tension, the faster the pore closes and one can
deduce γ from the evaluation of the corresponding pore closure times.
We put this idea into practice while studying the influence of a poloxamer molecule on EggPC GUVs. It was
seen in [59] that poloxamers could modify lipid membrane properties under electric pulses. We explored the effect
of the presence of poloxamer in the surrounding solution. Using poloxamer L64 at concentrations of 2.5 and 5 g/L,
we first observed no effect on giant liposomes at rest. Then we applied porating electric pulses of 5 ms duration
and ∼500 V/cm amplitude to these liposomes, and using a fast EMCCD camera we were able to measure the
size of the pores and their closure time. We saw no difference of the pore size between liposomes with or without
poloxamer, regardless of the concentration. A study of pore closure shows a strong effect: the average measured
closure time without poloxamer is 0.2 s while it is 0.4 s with poloxamer, and we did not detect any effect of the
concentration of poloxamer. Pore closure is thus twice as slow with poloxamer, and this seems to indicate that
L64 reduces the edge tension of EggPC membranes, hence helping to maintain the membrane in a permeabilized
state. Since the above results come from very few measurements (6 without poloxamer and 2 for each poloxamer
concentration) they are only preliminary and still need to be corroborated.
It is possible to go beyond these qualitative observations and to accurately measure edge tension values. Harbich
and Helfrich observed open cylindrical EggPC giant vesicles in AC fields and then deduced a value of 20 pN for γ
[60]. Zhelev and Needham obtained values in the same range [21] for SOPC and SOPC/cholesterol (1/1, mol/mol)
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liposomes while coupling the electroporation technique and micropipette aspiration. A more recent edge tension
measurement method emerged from the theoretical work by Brochard-Wyart et al [61]. Considering a spherical
vesicle of size R, it was shown that in the limit corresponding to experiments on giant vesicles, a pore of radius r
spent the vast majority of its lifetime in a so-called slow closure stage during which the quantity R2 ln(r) decreased
linearly with time, the coefficient of proportionality being equal to (−2γ/3piη0), where η0 denotes the external
medium viscosity. The same group later applied this method to pure DOPC GUVs and also to systems containing
cholesterol or a surfactant, opening pores via intense visible light illumination. Adding glycerol to the aqueous
solutions caused slowing down of the dynamics, and they were thus able to measure the pore size during the
slow closure stage using classical fluorescence microscopy. They obtained values of γ for their different vesicle
compositions, and found that cholesterol caused an increase of γ whereas the surfactant led to a decrease [62]. The
main problem of this approach is that glycerol influences the lipid bilayer organization, and that fluorescent dyes
embedded in the membrane behave as impurities and may hence lead to inaccurate edge tension measurements.
We thus proposed an improvement of Brochard-Wyart’s method based on the application of an electric pulse to
porate the vesicle and on ultrafast phase contrast imaging to monitor pore size evolution [63]. This method is
easy to implement, requires little equipment, and does not suffer from the drawbacks related to the presence of
glycerol and fluorescent dye.
4. Conclusions
Giant vesicles provide a useful model system for measuring a variety of physical properties of lipid membranes
and for improving our understanding of the electropermeabilization and electrofusion phenomena. In this review,
we have tried to summarize the presently known effects of electric fields on giant vesicles and some of their
practical applications, and to present current research topics covered by our group. Subjecting GUVs to DC
pulses or alternating AC fields can destabilize the lipid bilayer, inducing different behavior such as deformation of
the vesicles, poration, motion of domains or fusion. An outline of these various behaviors and their applications
is presented in Fig. 2.
It is now known that the deformation of the vesicles depends not only on the frequency and the intensity of
the applied field but also on the solutions conductivities. Furthermore the deformations are not exactly the same
depending on the presence or not of salt in the external medium and on the shape of the applied electric field (AC
or DC). By monitoring the relative area dilatation of the membrane, it is possible to estimate the lateral tension
of the vesicle σ0 and the bending rigidity kc of the lipid bilayer.
Electric pulses have more dramatic consequences than just deformation. With suitable parameters for the electric
field it is possible to electropermeabilize the membrane. This effect can lead to exchange of molecules between the
inside and the outside of the vesicle. If the electropermeabilization is strong enough, membrane macropores can be
visualized via optical microscopy. When a sequence of pulses is used, such observations are in general accompanied
with loss of lipid membrane material and a subsequent GUV size decrease allowing the determination of a critical
transmembrane voltage. Moreover, by monitoring the evolution of the pore radius it is possible to measure another
lipid material property, the edge or line tension γ.
When two vesicles are in close contact, electropermeabilizing them with suitably chosen electric field parameters
can induce their fusion. This electrofusion method allows the control and observation of vesicle fusion, and is thus
useful for insertion of molecules into the membrane or for mixing different chemicals in the resulting vesicle, thus
giving a microreactor.
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Figure 2. Diagram summarizing the influence of electric fields on giant lipid vesicles and their practical applications. The mention
“More theoretical work required...” means that the current understanding of the phenomenon does not allow to design practical
applications yet, and that deeper knowledge is still needed to fully exploit this effect of the electric field.
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RESUME : 
Les membranes biologiques constituent des barrières sélectives qui régulent l’échange de molécules entre 
l’intérieur et l’extérieur des cellules ou organites. Non perméables aux molécules hydrophiles, elles le sont très 
faiblement aux ions. Formées d’un grand nombre de lipides et de protéines, les membranes sont des systèmes 
organisés. La cohésion de ces systèmes multimoléculaires est assurée par un ensemble de forces de faible 
énergie. De cette organisation membranaire résultent la tension de surface et le potentiel membranaire de 
surface. 
Les processus de fusions membranaires sont des processus vitaux dans les systèmes biologiques. Ces processus 
nécessitent une déstructuration de l’organisation membranaire en bicouche. La fusion est un phénomène 
parfaitement contrôlé qui ne s’effectue pas de façon spontanée du fait de l’existence de barrières énergétiques 
gouvernées par les forces d’hydratation et d’ondulation. Pour abolir ces barrières, il est nécessaire d’apporter de 
l’énergie au système. 
L’étude des processus mettant en jeu la stabilité des membranes et les interactions entre bicouches est 
complexe. Dans cet objectif l’utilisation de modèles membranaires est un outil physico-chimique performant. 
Nous avons choisi de travailler sur des vésicules unilamellaires géantes (GUVs), qui sont des auto-assemblages 
lipidiques.  Ces systèmes, dont il est possible de faire varier la composition lipidique, de diamètres proches de 
celui des cellules, sont directement observables en microscopie optique. 
Dans une première partie est étudiée l’électrofusion entre deux GUVs, pour laquelle il est nécessaire 
d’appliquer un champ électrique exogène ayant pour effet l’électroperméabilisation des membranes pour créer 
un état fusogène. Pour cela, des impulsions de champ électrique ont été appliquées par l’intermédiaire d’un 
générateur de tension. Le champ électrique externe peut induire la déstabilisation des membranes permettant 
alors la fusion entre ces deux édifices membranaires en contact lors de l’impulsion. Nous avons caractérisé cette 
déstabilisation en étudiant, d’une part, les paramètres physico-chimiques permettant l’électroperméabilisation, le 
rôle des états de phase des auto-assemblages lipidiques et les valeurs seuil du potentiel transmembranaire 
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